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I. ZUSAMMENFASSUNG 1
I. ZUSAMMENFASSUNG 
In seinem natürlichen Lebensraum ist der Mikroorganismus Bacillus subtilis zahlreichen 
Stressfaktoren ausgesetzt. Durch komplexe Regulations- sowie Differenzierungsprozesse (Biofilm-
Formation, Sporulation) besitzt dieses Bakterium die Fähigkeit, sich an diverse Stresssituationen 
anzupassen. Die Verfügbarkeit von Wasser ist ein Beispiel für einen solchen Stressfaktor. Als eine 
zentrale Anpassungsstrategie an hyperosmotische Kulturbedingungen, konnte in B. subtilis die 
Akkumulation von kompatiblen Soluten durch Synthese und Aufnahme identifiziert werden. In 
Transkriptom-Analysen hyperosmotisch gestresster B. subtilis Kulturen wurden jedoch zahlreiche 
Gene identifiziert, die unter Hochsalz Bedingungen eine Induktion in der Genexpression zeigten (265). 
 
Interessanterweise kristallisierte sich bei der Analyse dieser Transkriptom-Daten eine Gruppe von 
Genen heraus, denen eine Beteiligung am Zellwandmetabolismus zugesprochen werden konnte. 
Beispiele dafür sind die Gene yqiH sowie yqiI. Das Gen yqiH kodiert vermutlich für ein Lipoprotein, 
wohingegen das Protein YqiI Sequenzähnlichkeiten zu der Enzymklasse der N-Acetylmuramyl-L-
Alanin Amidasen aufweist. Diese Enzyme gehören zu der Gruppe der Zellwandhydrolasen 
(Autolysine), die in wichtige zelluläre Prozesse involviert sind. Mit Hilfe der Zymographie konnte im 
Verlauf dieser Arbeit die hydrolytische Fähigkeit für das Protein YqiI in vitro bestätigt werden.  
 
Außerdem wurde gezeigt, dass die Kultivierung von B. subtilis unter hyperosmotischen Bedingungen 
zu einer drastischen Veränderung in der Zellmorphologie führte, die ausschließlich während der 
Anpassungsphase auftrat. Die Ergebnisse der Transkriptom-Analysen und auch die Beobachtung der 
morphologischen Veränderungen führten zu der Hypothese, dass die Restrukturierung der Zellhülle 
eine neue Facette in der Adaptation von B. subtilis an hochsaline Bedingungen darstellen könnte. Um 
eine mögliche Beteiligung der Proteine YqiH sowie YqiI zu untersuchen wurden, diese im Rahmen der 
vorliegenden Arbeit einer biochemischen, physiologischen sowie regulatorischen Charakterisierung 
unterzogen. 
 
Durch eine RT-PCR-basierende Methode konnte eine Co-Transkription der yqiHI Gene mit einem 
weiteren Gen yqiK erstmals gezeigt werden. Die Charakterisierung einer yqiHIK Deletionsmutante 
zeigte unter normalen physiologischen sowie hyperosmotischen Bedingungen eine Wachstums-
verzögerung im Vergleich zum Wildtyp, was alleinig auf das Fehlen der Amidase YqiI zurückgeführt 
werden konnte. Darüber hinaus konnte ausgeschlossen werden, dass die YqiHIK Proteine wesentlich 
an der Restrukturierung der Zellwand beteiligt sind. Durch Reportergenstudien wurde die osmotische 
Induktion des yqiHIK Operons näher analysiert. Dabei zeigte sich, dass eine Expression des yqiHIK 
Genclusters nur bei sehr hohen NaCl-Konzentrationen erfolgte (> 0,7 M NaCl). Die Expression wird 
dabei über einen SigA-Promotor vermittelt, der mit Hilfe einer Primer-Extension-Analyse identifiziert 
werden konnte und ferner einer detaillierten Mutagenese-Studie unterzogen wurde. Verkürzungen in 
der yqiHIK Promotorregion führten zu der Identifikation einer AT-reichen Region, die kritisch für die 
Induktion des Operons unter hohen osmotischen Bedingungen war. Diese AT-reiche Region wurde als 
mögliche Binderegion für den Regulator DegU aus B. subtilis wiedererkannt. Die Beteiligung des Zwei-
Komponenten-Systems DegS/DegU an der Induktion der Expression des yqiHIK Operons unter 
salinen Bedingungen, stellte dabei ein zentrales Ergebnis dieser Arbeit dar, wobei somit erstmalig ein 
Hinweis darauf gegeben wurde, wie die Zelle in der Lage ist, hohe NaCl-Konzentrationen 
wahrzunehmen und darauf zu reagieren. 
 
Neben der Induktion des yqiHIK Operons unter hyperosmotischen Bedingungen wurden im Verlauf 
dieser Dissertation noch zwei weitere regulatorische Besonderheiten dieses Genclusters aufgedeckt. 
Zum einen konnte gezeigt werden, dass eine Induktion der Expression des yqiHIK Operons direkt 
nach Initiation der Sporulation erfolgte. Dabei wurde eine Beteiligung des SinR Regulators 
nachgewiesen, welcher auch die Expression dieses Operons unter normalen Wachstumsbedingungen 
verhindert. Darüber hinaus konnte eine Erhöhung der Transkription des yqiHIK Genclusters in der 
sogenannten „Todeszone“ beobachtet werden. Für beide dieser regulatorischen Aspekte wurde eine 
Beteiligung des zuvor identifizierten SigA-Promotors ausgeschlossen. 
 
Im Rahmen dieser Dissertation wurden somit drei physiologische Prozesse aufgedeckt, an denen die 
Genprodukte des yqiHIK Operons beteiligt zu sein scheinen, wobei die Transkription des yqiHIK 
Genclusters über mindestens zwei unterschiedliche Promotoren erfolgt. Zusätzlich wurden zwei 
Transkriptionsfaktoren identifiziert, die die Expression des yqiHIK Operons kontrollieren. Die 
Regulation des yqiHIK Operons ist ein gutes Beispiel dafür, wie facettenreich Bakterien ihre Umwelt 
wahrnehmen und genetisch darauf reagieren können. 
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II. SUMMARY 
The microorganism Bacillus subtilis lives in a challenging habitat, i.e. the upper layers of the soil. Due 
to its ability to differentiate between several developmental programs (e.g. Biofilm formation, 
sporulation) the organism is able to adapt to various environmental stress conditions as well as 
nutrient limitation. Water availability is a crucial factor for all microorganisms. A key feature during the 
acclimatization process of salt stresses B. subtilis cells is the accumulation of large amounts of 
compatible solutes. Based on a genome-wide profiling study of osmotically stressed cells (265) a 
plenty of salt induced genes could be identified. However, the majority of these gene products are 
uncharacterized so far. 
 
Interestingly, among the osmotically induced genes there are several cell wall modifying proteins. 
Members of this group of osmotically induced genes are for example the genes yqiH and yqiI. The 
yqiH gene codes for a putative lipoprotein of unknown function whereas the gene yqiI is predicted to 
code for an N-acetylmuramoyl-L-alanine amidase. These enzymes belong to the group of cell wall 
hydrolases (autolysins) which are involved in several important cellular processes. The hydrolytic 
activity of the YqiI protein was confirmed in this study by the in vitro zymogram technique. 
 
Furthermore, drastic but transient, changes in the morphology of salt challenged B. subtilis cells could 
be observed during the acclimatization process. In sum, the transcription profiling study as well as the 
cross morphological deformations lets me hypothesize that modifications of the cell wall could be a 
new and so far unexplored facet in the osmo adaptation process in B. subtilis. To address a possible 
impact of the encoded YqiH and YqiI proteins on this process, a physiological characterization as well 
as a genetic analysis of the transcription of the yqiHIK operon was performed in this PhD thesis. 
 
RT-PCR based analyses revealed a co-transcription of the yqiHI genes with a third gene, yqiK. The 
analysis of a yqiHIK deletion mutant showed a delayed growth phenotype under normal and hyper 
osmotic growth conditions. This growth defect was exclusively due to the lack of the amidase YqiI. In 
addition, I could show that the YqiHIK proteins were not critically involved in the reshaping of the cell 
wall under hyperosmotic conditions. Reporter gene studies revealed an expression of the yqiHIK gene 
cluster only when the B. subtilis cell was exposed to a significant level of osmotic stress (> 0.7 M 
NaCl). Primer extension analyses lead to the identification of a SigA-type promoter that is responsible 
for osmotic induced transcription of the yqiHIK gene cluster which was furthermore subject of a 
detailed mutagenesis study. A deletion analysis of the yqiHIK regulatory region was performed that 
showed an AT-rich DNA segment that is critical for activity and osmotic regulation of the yqiHIK 
operon. Additionally, the AT-rich region was identified as a target for the response regulator DegU 
from B. subtilis. As a key aspect of this thesis, it could be demonstrated that the two component 
system DegS/DegU is crucial for the regulation of the expression of the yqiHIK genes at high salinity 
growth conditions. This result pointed to, how the B. subtilis cell is able to recognize differences in the 
external NaCl concentration. 
 
Beside the salt stress induction of the yqiHIK operon, two additional regulatory aspects of the yqiHIK 
gene cluster were discovered. On the one hand it was found that the expression of this transcriptional 
unit was initiated directly after the cells have entered the sporulation pathway. The SinR protein 
contributes to this regulatory facet and is also involved in preventing the yqiHIK expression under 
normal physiological growth conditions. On the other hand an increase of the yqiHIK transcription 
could be observed in the so called “death zone”, after the cells have passed through the stationary 
growth phase. An involvement of the SigA promoter mediating osmotic control of the yqiHIK 
expression could be excluded with respect to both of the above described regulatory aspects. 
 
In conclusion, the YqiHIK proteins seem to be involved in three different physiological processes: (1) 
Adaptation to hyperosmotic growth conditions, (2) sporulation and (3) peptidoglycan recycling. The 
expression of the yqiHIK operon is at least regulated by two differently controlled promoters. 
Furthermore, two transcriptional regulators could be discovered that manage the expression of the 
yqiHIK operon. The complex pattern of the transcription of the yqiHIK gene cluster is an informative 
example of how bacteria can recognize changes in their environment and adjust to these changes by 
selectively triggering gene expression. 
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III. EINLEITUNG 
Bakterien sind in der Lage, praktisch jede ökologische Nische auf dieser Erde zu kolonisieren. Die 
Kolonisierung ist in den unterschiedlichen Lebensräumen jedoch davon abhängig, wie erfolgreich sich 
Mikroorganismen an sich verändernde Umweltbedingungen wie Schwankungen in der Temperatur, 
dem pH-Wert, der Osmolarität, der Strahlung sowie an Variabilitäten in der Verfügbarkeit von 
Nährstoffen anpassen können (3, 139, 228). Die Anpassung wird in Bakterien häufig über eine 
schnelle Änderung des Transkriptionsprofils gesteuert, in dem eine selektive Genexpression 
propagiert wird. Das Boden-Bakterium Bacillus subtilis gehört zu den am besten charakterisierten 
Gram-positiven Bakterien. Zelluläre Prozesse wie Motilität, Kannibalismus, Kompetenz, Biofilm-
Formation sowie die Endosporenbildung gehören dabei zu den verschiedenen 
Entwicklungsmöglichkeiten in B. subtilis (5, 174, 255). Diese verschiedenen Abläufe unterliegen einer 
vielseitigen und sehr komplexen Regulation, an der wiederum zahlreiche proteinogene Faktoren 
beteiligt sind. 
 
Die Entwicklungsprogramme (Sporulation, Kannibalismus sowie Biofilm-Formation) von B. subtilis 
werden im Folgenden vorgestellt. Im Anschluss daran wird die Anpassung des Organismus an 
hochosmolare Bedingungen dargestellt, da gerade Schwankungen in der externen Osmolarität eine in 
dessen Habitat, die oberen Bodenschichten, häufig vorkommende Stresssituation widerspiegelt. Des 
Weiteren werden die Funktion der Zellwand sowie die Architektur des Murein-Sacculus von B. subtilis 
dargelegt. Ein Schwerpunkt werden dabei die zellwandmodifizierenden Enzyme, die sogenannten 
Autolysine, sein.  
 
1. Differenzierungsprozesse in B. subtilis 
Bakterien haben komplexe Signalwege entwickelt, um auf Veränderungen in ihrer Umwelt zu 
reagieren. Nachdem diese Veränderungen von der Zelle wahrgenommen wurden, kann diese mit 
einer differenzierten Genexpression auf die jeweilige Stresssituation antworten. In diesem 
Zusammenhang konnte beobachtet werden, dass sich Mikroorganismen innerhalb einer Population in 
Subpopulationen differenzieren können, die sich einerseits zwar im Phänotyp unterscheiden, 
genetisch jedoch identisch sind (63, 174, 255). Dieses Phänomen wird als Bistabilität (63) oder auch 
Bimodalität (174) bezeichnet und ist dadurch gekennzeichnet, dass eine Subpopulation andere 
Signalmoleküle produziert oder auch auf solche antworten kann, die innerhalb einer Gemeinschaft 
letztlich zu unterschiedlichen Fähigkeiten oder auch Zelltypen, eben dieser Subpopulation, führt. In 
B. subtilis konnte diese Art der Bistabilität sowohl bei den Differenzierungsprozessen Sporulation, 
Kannibalismus, Kompetenz, Motilität als auch bei der Produktion von extrazellulären Proteasen 
beobachtet werden (63, 174, 255). Die Differenzierung in unterschiedliche Zelltypen tritt immer dann 
auf, sobald regulatorische Proteine nur ein bestimmtes Repertoire von Genen aktivieren. Dabei 
unterliegt dieser Regulator meist einem positiven Feedback Loop, was die unterschiedliche 
Genexpression zusätzlich propagiert. In B. subtilis agieren drei Master-Regulatoren, die für die 
Regulation der verschiedenen Entwicklungsprogramme verantwortlich sind (Spo0A, DegU sowie 
ComA) (174) (Abbildung 1).  
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Abb. 1: Zelluläre Differenzierungswege in B. subtilis. 
Schematisch abgebildet werden die verschiedenen Zelltypen, die innerhalb einer B. subtilis Population existieren 
können. Die charakteristischen Eigenschaften, die mit gezeigten Differenzierungswegen einhergehen, wurden 
schematisch dargestellt. Die Sterne symbolisieren die Surfactin Produktion. Die Prozesse der Biofilm-Formation 
und des Kannibalismus laufen in einer identischen Subpopulation (=) (modifiziert nach López und Kolter (174)). 
 
Eine Voraussetzung für die selektive Genexpression ist, dass die Master-Regulatoren in ihrer 
phosphorylierten und somit aktiven Form vorliegen. Die Aktivierung der Transkriptionsfaktoren Spo0A, 
DegU und ComA wird dabei durch die zugehörigen Histidin Kinasen gewährleistet. Im Falle des 
Regulators Spo0A handelt es sich um die Kinasen KinA, KinB, KinC, KinD und KinE (128, 129, 164, 
165). Die Kinasen KinA und KinB sind an dieser Stelle für die Initiation der Sporulation notwendig, 
wohingegen die Kinasen KinC, KinD und KinE die Biofilm-Formation und Matrixbildung initiieren (82, 
174). Die Aktivierung der Antwort-Regulatoren DegU sowie ComA erfolgt durch die Sensor-Kinasen 
DegS (55, 195) und ComP (286). Das Zwei-Komponenten-System (ZKS) DegS/DegU ist für die 
Regulation der extrazellulären Protease-Produktion (Subtilisin, Levansucrase und α-Amylase) 
verantwortlich, wobei das ZKS ComP/ComA den Eintritt in die Kompetenz-Phase reguliert.  
Die Differenzierung in die unterschiedlichen Zelltypen der diversen Entwicklungsprogramme kann in 
B. subtilis in drei verschiedenen Stufen eingeteilt werden (Abbildung 1) (174). Während des 
exponentiellen Wachstums befindet sich zunächst ein großer Teil einer B. subtilis Population in einem 
motilen Stadium (Ausbildung von Flagellen). Im weiteren Wachstumsverlauf treten die Zellen in die 
stationäre Wachstumsphase ein. Durch die Wahrnehmung eines spezifischen Signals (ComX) hat 
dies zur Folge, dass die B. subtilis Zelle in die Kompetenz-Phase eintritt, die diese zur Aufnahme 
nackter DNA aus der Umwelt befähigt, oder die Zelle dazu veranlasst, ebenfalls ein bestimmtes 
Signal-Molekül zu sekretieren (Surfactin). Wird wiederum Surfactin von der B. subtilis Zelle 
wahrgenommen, kann dies anschließend dazu führen, dass die Zellen sich in Matrix produzierende 
sowie kannibalistische Subpopulationen entwickeln. Die letzte Entwicklungsstufe wird schließlich 
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durch eine Nahrungslimitation induziert und führt dazu, dass ein Teil einer B. subtilis Population die 
Sporulation einleiten kann, wobei eine andere mit der Synthese von extrazellulären Proteasen 
beginnt. 
 
1.1. Sporulation 
Der Prozess der Sporulation wurde in der Vergangenheit intensiv in B. subtilis erforscht. Neben der 
Klasse der Bacilli sind ebenso alle Mitglieder der Gruppe Clostrida zur Ausbildung einer Spore fähig, 
wobei sich die Regulation dieses Entwicklungsprozesses in beiden Klassen sehr stark ähnelt (118, 
142). Die Formation einer Spore wird in B. subtilis durch eine Nahrungslimitation eingeleitet. Diese 
kann durch Glucose-, Stickstoff oder auch Phosphatmangel während des vegetativen Wachstums 
induziert werden. Endosporen können sich in jeglichen ökologischen Nischen manifestieren, da diese 
hochresistent gegen Hitze, Strahlung, chemische Lösungsmittel sowie hydrolytische Enzyme sind 
(204). Darüber hinaus sind Sporen fähig, in diesem Ruhezustand sehr lange Zeitperioden zu 
überdauern (40, 285). Dabei konnten lebende Sporen aus Bernstein isoliert werden, die über 25-40 
Millionen Jahre in einem fossilen Bienendarm verweilten (40). Sobald eine Verbesserung des 
Nahrungsangebotes im jeweiligen Habitat stattgefunden hat, sind Sporen in der Lage das vegetative 
Wachstum erneut aufzunehmen, was als Keimungsprozess bezeichnet wird (10). Als solche 
keimungsfördernde Signale konnten in B. subtilis Aminosäuren sowie Muropeptide identifiziert werden, 
bei denen es sich um lösliche Peptidoglykanfragmente handelt (254).  
Nachdem die Sporulation initiiert wurde, bedarf die Formation einer Spore in B. subtilis sechs bis acht 
Stunden (37°C) (227). Dieser Entwicklungsprozess ist in sechs verschiedene Stufen eingeteilt 
(Abbildung 2), wobei jede dieser Stufen durch einen bestimmten Transkriptionsfaktor dominiert wird 
(69, 70, 116, 142, 227).  
Die Initiation der Sporulation wird als Stufe 0 definiert. Diese Entwicklungsphase wird durch den 
Master-Regulator Spo0A bestimmt, der als Transkriptionsfaktor agiert und somit über 100 Gene direkt 
in B. subtilis reguliert (72, 193). Die Aktivität des Spo0A Proteins ist abhängig von dessen 
Phosphorylierungsstatus, wobei hohe oder auch niedrige Konzentrationen von phosphoryliertem 
Spo0A (Spo0A~P) zur Expression unterschiedlicher Genklassen führen (81). Die Gene, die während 
der Sporulation exprimiert werden und unter der Kontrolle dieses Regulators sind, benötigen eine 
hohe Konzentration von Spo0A~P, da die Affinität zu der Binderegion, der sogenannten Spo0A-Box 
(296), niedriger ist (116). Die Phosphorylierung des Spo0A Proteins wird durch fünf Kinasen (KinA-
KinE) gewährleistet (129), wobei hauptsächlich die Kinasen KinA und KinB zur Initiation der 
Sporulation beitragen (82). Dabei wird der Phosphatrest nicht direkt auf den Master-Regulator 
übertragen, sondern über zwei weitere Intermediate, die Phosphotransferase-Proteine Spo0F sowie 
Spo0B. Diese Reaktion wird als Phosphorelay bezeichnet (35). Die Signale, die von den Kinasen KinA 
sowie KinB wahrgenommen werden sind immer noch unbekannt. Es wird jedoch angenommen, dass 
beispielsweise die Kinase KinA direkt den intrazellulären ATP-Pool messen kann und somit die 
Signaltransduktion initiiert (266). Ein weiterer positiver Regulator der Sporulation ist der Sigmafaktor 
SigH, der für die Transkription von zahlreichen weiteren Genen verantwortlich ist, deren Genprodukte 
eine Rolle während der frühen Sporulation spielen (33). Die Aktivierung des sigH Gens liegt zum einen 
indirekt unter der Kontrolle des Master-Regulators Spo0A (47, 100). Zum anderen ist ein weiteres 
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regulatorisches Protein an der Expression des sigH Gens beteiligt. In diesem Fall handelt es sich um 
den globalen Repressor AbrB der für eine direkte Repression des Gens verantwortlich ist (47). Die 
reprimierende Funktion des AbrB Proteins kann wiederum durch die phosphorylierte Form von Spo0A 
aufgehoben werden (47). 
Nach Initiation der Sporulation findet nun in Stufe II der Sporulation die asymmetrische Zellteilung 
statt, bei der die stäbchenförmige B. subtilis Zelle in eine kleinere Vorspore sowie eine größere 
Mutterzelle unterteilt wird, welche durch ein Septum voneinander getrennt werden. Diese Art der 
Zellteilung zieht ebenfalls eine veränderte Chromosomen-Segregation mit sich.  
In einem Phagozytose ähnlichen Prozess wird in Stufe III (Engulfment) die Vorspore vollständig mit 
einer zweiten Membran umzogen, wobei diese nun frei im Zytoplasma der Mutterzelle lokalisiert 
vorliegt. Während dieses Prozesses stellt der Abbau von Zellwandmaterial in der Mitte des Septums 
sowie am Zellpol der Vorspore einen essentiellen Schritt dar. Dabei konnte gezeigt werden, dass drei 
Proteine SpoIID, SpoIIM sowie SpoIIP maßgeblich an dem Ummantelungsprozess beteiligt sind, 
wobei ausschließlich das Enzym SpoIID Zellwand hydrolytische Fähigkeiten besitzt (1). 
Das Innere der Spore (Kern) erfährt während Stufe IV-V des Entwicklungsprozesses eine drastische 
Veränderung der chemischen Zusammensetzung. Zunächst findet zum Schutz der DNA die Synthese 
der SASP (small acid soluble spore protein) statt, die die DNA umgeben. Zusätzlich wird vermehrt 
Dipicolinsäure im Kern akkumuliert, eine charakteristische sporenspezifische Substanz, die zuvor in 
der Mutterzelle synthetisiert wurde. Die Aufnahme dieser Substanz geht mit der Anreicherung von 
zweiwertigen Kationen einher (Ca2+), was wiederum zur Dehydrierung und Mineralisierung der Spore 
führt. Zur gleichen Zeit findet die Synthese des sogenannten Sporen-Kortex statt, der aus einer 
modifizierten Form des Zellwand-Peptidoglykans besteht. Dieser befindet sich zwischen der äußeren 
und inneren Sporenmembran. Abschließend assembliert sich eine weitere äußere Proteinschicht, die 
als Sporenhülle bezeichnet wird und aus ca. 70 verschiedenen Proteinen besteht. 
In Stufe VI wird schließlich die reife Spore durch die Lyse der Mutterzelle freigesetzt. Für diesen 
mehrstufigen Sporulationsprozess sind zahlreiche Sigmafaktoren verantwortlich, die zu 
unterschiedlichen Zeiten sowie in unterschiedlichen Kompartimenten aktiv sind und so eine gerichtete 
Expression der zahlreichen Zielgene in der Vorspore oder auch in der Mutterzelle ermöglichen (69, 70, 
116, 227). 
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Abb. 2: Der Ablauf des Sporulationsprozess in B. subtilis. 
Dargestellt ist ein schematischer Überblick des Sporulationszyklus in B. subtilis. Das vegetative Wachstum wird 
durch eine Zellteilung in zwei identische Tochterzellen bestimmt. Der Prozess der Sporulation wird durch eine 
Nahrungslimitation induziert. Die morphologischen Implikationen sowie die dominierenden Sigmafaktoren (σH, σF, 
σ
E
, σ
G
, σ
K) der einzelnen Stadien werden gezeigt. Durch die Keimung können die B. subtilis Zellen erneut das 
vegetative Wachstum aufnehmen (modifiziert nach J. Errington (69)). 
 
1.2. Kannibalismus 
Der Prozess des Kannibalismus wurde in B. subtilis erstmalig 2003 durch Gonzáles-Pastor et al. (89) 
beschrieben. Dabei handelt es sich um eine Strategie, die Formation einer Endospore, die durch eine 
Nahrungslimitation induziert wird, vorerst nochmals hinauszuzögern, obwohl der Sporulationsprozess 
bereits eingeleitet worden ist. Dafür werden von einem Teil einer Population spezifische Toxine 
sekretiert, die zur Lyse der übrigen Subpopulation von B. subtilis Zellen führen. Durch die Aufnahme 
der durch die Zelllyse freigesetzten Nährstoffe, kann der Mikroorganismus letztlich die Sporulation 
nochmals verzögern. Ursache für die Verzögerung der Sporulation ist die hohe Komplexität des 
Sporulationsprozesses, der für B. subtilis einen immensen Energie- sowie Zeitaufwand bedeutet und 
der zudem nach zwei Stunden irreversibel ist (65, 221). Verbessert sich das Nahrungsangebot 
plötzlich im Habitat, ist der Organismus nach Überschreitung des sogenannten „Point of no return“, 
nicht mehr in der Lage die Formation einer Spore zu stoppen.  
Grundlage für die Differenzierung in eine kannibalistische Zelle ist erneut das Phänomen der 
Bistabilität (63, 174). Nachdem eine Nährstofflimitation von der B. subtilis Zelle wahrgenommen 
wurde, findet ein Phosphorelay statt, der dazu führt, dass der Master-Regulator Spo0A phosphoryliert 
und somit aktiviert wird (Spo0A~P) (35, 129, 275). Dieser wird jedoch nur in einem Teil einer 
B. subtilis Population aktiviert, wodurch nur eine Subpopulation die Sporulation initiiert. Liegt das 
Spo0A Protein nun in seiner phosphorylierten Form vor, aktiviert dieser die Transkription von zwei für 
diesen Prozess spezifischen Gencluster (89). Zum einen wird die Expression des skfA-H Operons 
propagiert. Dieses Operon kodiert für das Toxin SkfA sowie für das zugehörige Exportsystem, welches 
dafür sorgt, dass das Toxin aus der Zelle transportiert wird und somit eine Immunität hervorruft (89). 
Zum anderen wird ein weiteres Toxin, SdpC, synthetisiert, welches auf dem zweiten Operon (sdpABC) 
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kodiert vorliegt und ebenfalls positiv durch Spo0A~P reguliert wird. Der Mechanismus, der zur 
Immunität gegenüber dem Toxin SdpC führt, konnte durch Ellermeier et al. aufgedeckt werden (68). In 
diesem Fall wird ein weiteres Operon (sdpRI) exprimiert, welches für einen löslichen Autorepressor 
(SdpR) sowie ein in der Zytoplasmamembran integriertes Immunitätsprotein (SdpI) kodiert. Die Zelle 
wird vor dem Effekt des SdpC Toxins bewahrt, indem dieses an das SdpI Protein in der 
Zytoplasmamembran bindet. Zusätzlich bindet an diesen Proteinkomplex der lösliche Autorepressor 
SdpR, wodurch letztlich die Immunität gewährleistet wird. In beiden Fällen exprimieren nur die 
B. subtilis Zellen die Immunitätsproteine, die auch die Toxine synthetisieren. Der andere Teil der 
B. subtilis Subpopulation, in der der Master-Regulator Spo0A nicht aktiviert wurde, synthetisiert weder 
das Toxin noch die Abwehrmechanismen. Diese Zellen werden somit lysiert und dienen als 
Nahrungsressource für den übrigen Teil der Population. Die Sporulation wird vorerst herausgezögert. 
 
1.3. Biofilm-Formation  
Bakterien sind in der Lage, sich an nahezu jede denkbare Oberfläche in ihrer Umgebung anzuheften 
(175). Dabei geht man davon aus, dass Mikroorganismen in den natürlichen Lebensräumen 
überwiegend in einem Biofilm vorliegen (51, 97). Bei einem Biofilm handelt es sich um eine komplexe 
Gemeinschaft aus Zellen, wobei diese Art der Differenzierung, trotz der erwähnten Bistabilität (63, 
174) während dieses Prozesses, mit einem Vorteil für die ganze Population einhergeht. 
Obwohl die Signalwege, die zur Biofilm-Formation der einzelnen Bakterienarten führen, sehr vielfältig 
sind, existieren dennoch einige Parameter, die alle gemein haben. Zum einen werden alle Zellen 
innerhalb eines Biofilms durch eine extrazelluläre Matrix zusammengehalten, wobei diese größtenteils 
aus Exopolysacchariden sowie Nukleinsäuren besteht (28, 290). Zum anderen wird die 
Biofilmformation durch extrazelluläre Signale (z. B. Surfactin) hervorgerufen, die entweder von der 
Zelle eigens synthetisiert werden oder aus der Umwelt aufgenommen werden können (148, 264). 
Weiterhin führt ein Biofilm zum Schutz einer ganzen Population, da diese beispielsweise von 
Antibiotika (178), Fress-Feinden (130) oder auch vor dem menschlichen Immunsystem geschützt wird 
(166). Es konnte beobachtet werden, dass viele der gängigen B. subtilis Laborstämme im Gegensatz 
zu ihren „wilden“ Vorfahren nicht mehr in der Lage, sind robuste Biofilme auszubilden. Dieses 
Phänomen wird auf eine Domestikation der Laborstämme zurückgeführt, bei der im Laufe der Zeit 
mehrere Mutationen stattgefunden haben, die für den Verlust der Fähigkeit zur Ausbildung eines 
Biofilms verantwortlich sind. Am Beispiel von B. subtilis konnte exakt diese Phänomen am Beispiel 
des domestizierten Labor- und Wildtypstammes 168 sowie dessen „wildem“ Vorläuferstamm 
(NCIB3610) beobachtet werden (27).  
Eine Voraussetzung für die Biofilm-Formation in B. subtilis ist der Verlust der Motilität. Nachdem eine 
Subpopulation die Fähigkeit zur Fortbewegung verloren hat, fangen diese an, lange Zellketten zu 
bilden (27), dem eine charakteristische Matrix-Produktion folgt. Die extrazelluläre Matrix besteht aus 
dem Exopolysaccharid EPS sowie dem TasA Protein (26). Der zentrale Regulator während der 
Biofilm-Formation stellt das Repressor-Protein SinR dar (135). In motilen Zellen sorgt das SinR 
Protein dafür, dass die zwei essentiellen Gencluster, epsA-O sowie yqxM-sipW-tasA, die für die 
Matrix-Produktion in B. subtilis verantwortlich sind, reprimiert werden (46, 135). Dabei erkennt der 
Repressor eine spezifische DNA-Sequenz in der Promotorregion und verhindert dadurch deren 
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Transkription (50, 135). Die reprimierende Aktivität des SinR Proteins wird jedoch durch den 
Antagonisten SinI aufgehoben (167). Die zugrunde liegende Signaltransduktion findet wie folgt statt 
(Abbildung 3): In B. subtilis konnte die Produktion sowie Sekretion des „Quorum Sensing“-Moleküls 
Surfactin als wichtig für die Biofilm-Formation identifiziert werden, da dieses Signalmolekül einen 
Kaliumausstrom aus dem Zytoplasma der B. subtilis Zelle herbeiführt (173). Dieser Kaliumverlust wird 
von der Kinase KinC wahrgenommen und setzt wiederum den Phosphorelay in Gang, der schließlich 
zur Phosphorylierung des Master-Regulators Spo0A führt (173). Liegt das Spo0A Protein in seiner 
aktiven Form vor, hat dies die Synthese des Antagonisten SinI zur Folge. Dieser ist nun in der Lage an 
den Repressor SinR zu binden, wobei dieser wiederum von die Promotorregion der beiden 
Transkriptionseinheiten epsA-O sowie yqxM-sipW-tasA verlässt, wodurch die Matrix-Produktion und 
somit die Biofilm-Formation initiiert wird (167, 175). 
 
 
Abb. 3: Biofilm-Formation in B. subtilis. 
Dargestellt ist der vereinfachte Signalweg, der in B. subtilis zur Matrix-Produktion und somit zur Biofilm-Formation 
führt (modifiziert nach Lemon et al. (167)). 
 
2. Osmoregulation in B. subtilis  
2.1. Wasser-Management unter osmotischen Stressbedingungen  
In seinem natürlichen Habitat kolonisiert der Mikroorganismus B. subtilis die oberen Bodenschichten 
(66). In dieser ökologischen Nische stellt vor allem die Verfügbarkeit von Wasser einen kritischen 
abiotischen Faktor dar, wobei diese durch Regenfälle oder auch Trockenperioden stark schwankt. Da 
die Osmolarität des Zytoplasmas größer ist, als die der Umgebung, kommt es zu einem 
Wassereinstrom in die Zelle entlang des osmotischen Gradienten. Dadurch entsteht der 
hydrostatische Druck, der Turgor. Ein positiver Turgor ist unerlässlich für die Zellelongation sowie die 
Zellteilung in Mikroorganismen (30, 228). Bei dem Turgor handelt es sich um den sogenannten 
Zellinnendruck, der die Zytoplasmamembran von innen gegen die Zellwand drückt und somit 
formgebend ist. Dabei ist der elastische Murein-Sacculus in der Lage Veränderungen des Turgors bis 
zu einem gewissen Grad zu dulden (281). Obwohl dieser Zellinnendruck experimentell schwierig zu 
bestimmen ist, konnte für den Gram-positiven Organismus B. subtilis ein Wert von 1,9 MPa 
(19,37 atm) determiniert werden (288). Dieser Wert übersteigt dabei den Innendruck eines Standard-
Autoreifens um den Faktor 10. Während langer Trockenzeiten übersteigt die Konzentration von 
gelösten Ionen im extrazellulären Milieu die des Zytoplasmas. Unter diesen hochosmolaren 
Bedingungen ist ein sofortiger Wasserverlust der Zelle entlang des osmotischen Gradienten die Folge, 
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der schließlich mit dem Zusammenbruch des Turgors einhergeht (30, 228). Verringert sich hingegen 
die externe Osmolarität, beispielsweise durch Regenfälle, dringt Wasser in die Zelle ein, was zu einem 
drastischen Anstieg des Turgors führt, wodurch die Zelle schließlich platzen kann.  
Eine effektive Anpassung an Veränderungen in der externen Osmolarität muss demnach mit einem 
aktiven Wasser-Management einhergehen, das wiederum dazu führt, dass der Turgor in einem 
tolerierbaren Bereich verbleibt. Eine Vielzahl von Mikroorganismen besitzt sogenannte Aquaporine 
(AqpZ), die selektiv einen Wassertransport über die Zytoplasmamembran gewährleisten (39). Diese 
konnten jedoch nicht in B. subtilis identifiziert werden und zudem deren physiologische Bedeutung für 
die Anpassung von Mikroorganismen völlig ungeklärt ist. Die Osmoregulation in B. subtilis wird 
vielmehr durch eine gezielte Veränderung des osmotischen Potentials direkt im Zytoplasma bestimmt, 
die schließlich einen Ein- oder Ausstrom von Wasser zur Folge hat (30).  
 
2.2. Anpassung an hochosmolare Bedingungen: Die „Salt-out“ Strategie 
Um sich an hochosmolare Bedingungen anzupassen, die durch ein niedriges osmotisches Potenzial 
des Zytoplasmas definiert werden und folglich ein Ausstrom von Wasser aus der Zelle mit sich 
bringen, haben Mikroorganismen zwei verschiedene Mechanismen zur Adaptation an diese 
Stresssituationen entwickelt. Diese werden als „Salt-in“ sowie „Salt-out“ Strategie bezeichnet. Bei der 
„Salt-in“ Strategie werden mit dem Steigen der externen Salinität hohe Konzentrationen von K+ sowie 
Cl- Ionen in das Zytoplasma gepumpt, wohingegen zytotoxische Na+ Ionen aus der Zelle transportiert 
werden (139, 228). Dieser Anpassungsmechanismus wird als energetisch vorteilhafter angesehen 
(215), bedeutet jedoch, dass Organismen, die dieser Strategie folgen ihre Physiologie sowie ihren 
Stoffwechsel an eine hohe Ionenkonzentration im Laufe der Evolution angepasst haben müssen und 
sind daher häufig obligat halophil. Obwohl bei der „Salt-out“ Strategie zunächst ebenfalls K+-Ionen in 
der Zelle akkumuliert werden, basiert dieser Prozess jedoch im Kern auf der Aufnahme oder auch 
Synthese von organischen Osmolyten, den sogenannten kompatiblen Soluten (30, 139, 228, 291). 
Kompatible Solute können in sehr hohen Konzentrationen in der Zelle angereichert werden, ohne 
dass diese mit zellulären Prozessen interferieren (228). Diese Substanzen konnten bisher nicht nur in 
Bakterien identifiziert werden, sondern auch in pflanzlichen, tierischen sowie menschlichen Zellen (36, 
139). Chemisch sind diese Solute in verschiedene Gruppen einzuteilen, wobei jeder Organismus in 
der Lage ist, ein bestimmtes Set an kompatiblen Soluten zu verwenden. In Bakterien werden häufig 
Zucker oder Polyole (Trehalose, Glycerin), Aminosäuren (Glutamat, Prolin), Trimethyl-Ammonium-
Verbindung (Glycin-Betain, Carnitin) sowie Tetrahydropyrimidine (Ectoin/Hydroxy-Ectoin) verwendet 
(Abbildung 58 im Anhang) (30, 139, 297). Neben den osmoprotektiven Eigenschaften können diese 
organischen Solute ebenfalls als Thermo- sowie Kälteschutz fungieren (31, 117, 122). Eine weitere 
interessante Funktion dieser Substanzen beschreibt das Modell der „Präferentiellen Exklusion“, (267) 
welches besagt, dass kompatible Solute gegen Denaturierungseffekte in Proteinen wirken können und 
diese in ihrer natürlichen Konformation stabilisieren und somit wichtige Proteinfunktionen 
aufrechterhalten können. Daher werden diese Substanzen auch als „chemische Chaparone“ 
beschrieben (25, 76, 125).  
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B. subtilis ist kein halophiles Bakterium, kann jedoch eine moderate Salz-Konzentration im Medium 
tolerieren (halotolerant). Die maximale Konzentration, bei der gerade noch Wachstum stattfindet, 
konnte in definiertem Minimal-Medium auf etwa 1,2 M NaCl festgelegt werden (22). Trotz dieser häufig 
auftretenden Stresssituation in natürlichen Habitaten, die hohe Salinitäten mit sich ziehen, ist 
B. subtilis jedoch nicht in der Lage unter diesen physiologischen Bedingungen die Sporulation zu 
initiieren (239). B. subtilis ist ein Vertreter der „Salt-out“ Strategie. Intensive Studien zur Anpassung 
dieses Organismus an hochosmolare Bedingungen haben zur Identifikation der folgenden 
Osmostress-Antwort geführt (Abbildung 4):  
Findet eine plötzliche Erhöhung in der externen Osmolarität statt, ist die initiale Antwort zur 
Stabilisierung des Turgors die Akkumulation von K+-Ionen (288), die in B. subtilis über die Ktr-Systeme 
erfolgt (121). Begleitend zu der Aufnahme von K+-Ionen findet als weitere direkte Antwort die 
Synthese des kompatiblen Soluts Prolin statt (287), wobei dies dann zu einer Reduktion des Kalium-
Pools führt. Die Prolin-Synthesegene (proHJ) liegen in einem Operon kodiert vor, wobei eine 
Expression dieses Gencluster unmittelbar durch osmotischen Stress induziert wird (32). Weiterhin 
existieren in B. subtilis fünf Transportsysteme OpuA, OpuB, OpuC, OpuD und OpuE (Opu: 
Osmoprotectant uptake), die eine Aufnahme diverser kompatibler Solute ermöglichen, sobald sich 
diese im extrazellulären Milieu befinden (29). Bei den Aufnahmesystemen OpuA, OpuB sowie OpuC 
handelt es sich um hochaffine ABC-Transporter, die ein sehr unterschiedliches Substratspektrum für 
kompatible Solute oder deren Vorläufer (z. B. Cholin) besitzen (29). Die Transporter OpuD und OpuE 
sind hingegen sekundäre Aufnahmesysteme, die aus nur einer einzelnen Membran-Komponente 
bestehen. Die Aufnahme des prominenten kompatiblen Soluts Glycin-Betain kann in B. subtilis 
beispielsweise über drei verschiedene Transporter (OpuA, OpuC sowie OpuD) erfolgen (132, 133, 
138). Zudem ist eine Synthese des effizienten osmotischen Soluts, über einen zweistufigen 
Oxidationsprozess über das Vorläufermolekül Cholin möglich (21, 133).  
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Abb. 4: Anpassung von B. subtilis an hochosmolare Bedingungen. 
Abgebildet ist ein schematischer Überblick über die Stressantwort von B. subtilis bei hohen Salinitäten (NaCl↑), 
die in dem natürlichen Habitat durch eine Austrocknung des Bodens erfolgen kann. Hochosmolare Bedingungen 
führen zu einer höheren Solut-Konzentration (●) des extrazellulären Milieus, was einen Ausstrom von Wasser 
(H20) aus der Zelle zur Folge hat. Der Adaptationsprozess basiert auf der Akkumulation von K+-Ionen sowie der 
Synthese (Prolin und Glycin-Betain) und dem Transport (OpuA-OpuE) von kompatiblen. Die roten Pfeile 
symbolisieren den hydrostatischen Innendruck (Turgor). Modifiziert nach Pittelkow und Bremer (228). 
 
Die Akkumulation von K+-Ionen sowie die darauf folgende Anreicherung von kompatiblen Soluten 
verhindert in B. subtilis den Ausstrom von Wasser entlang des osmotischen Gradienten unter 
hyperosmotischen Stressbedingungen. Dadurch wird eine Stabilisierung des Turgors gewährleistet, 
wodurch die Zelle normale physiologische Prozesse, und damit das Wachstum, erneut aufnehmen 
kann. 
 
Ferner konnte beobachtet werden, dass die Kultivierung von B. subtilis unter hyperosmotischen 
Stressbedingungen eine Veränderung/Restrukturierung der Zellwand mit sich zieht. Diese werden in 
Passage 5 der Einleitung detailliert vorgestellt. Vorerst wird jedoch im folgenden Abschnitt die 
Architektur sowie die Funktion der bakteriellen Zellwand beschrieben.  
 
3. Die bakterielle Zellwand 
Den größten Bestandteil der bakteriellen Zellwand stellt das Peptidoglykan (Murein) dar, welches sich 
außerhalb der Zytoplasmamembran befindet und nahezu in allen Bakterien vorhanden ist (105, 202, 
279, 281). Als bisherige Ausnahme konnte die Abteilung der Chlamydiae identifiziert werden, die zwar 
die meisten Peptidoglykan-Synthesegene besitzt, jedoch interessanterweise keinen Murein-Sacculus 
aufweist (45). Die Hauptfunktion des Zellwand-Peptidoglykans besteht darin, dem enormen 
Zellinnendruck (Turgor) entgegenzuwirken und somit die Zellintegrität zu bewahren (osmotische 
Stabilität) (279, 281). Damit geht einher, dass der Murein-Sacculus für die Aufrechterhaltung bzw. 
Gestaltung der Zellmorphologie verantwortlich ist. Trotz dieser mechanischen Stabilität ist die 
Zellwand eine sehr dynamische Struktur, die zahlreichen Modifikationen sowie Umstrukturierung 
während des Zellzyklus unterliegt. Zusätzlich dient dieses Polymer der Verankerung von sekundären 
Zellwandpolymeren, wie Proteine, (61) Teichon-, Lipoteichon- sowie Teichuronsäuren (19, 41, 202, 
203). Die Lipoteichonsäuren sind strukturell mit den Teichonsäuren verwandt, werden jedoch im 
Gegensatz dazu in der Zytoplasmamembran verankert und nicht kovalent an die Zellwand gebunden. 
Die zuletzt genannten Polysaccharide machen einen beträchtlichen Anteil (10-60 % des 
Trockengewichts) der bakteriellen Zellwand aus und sind überdies für die negative Ladung der 
Zellwand verantwortlich. Dies basiert auf den Phosphat- (Teichonsäuren) bzw. Carboxylgruppen 
(Teichuronsäuren) dieser sekundären Polymere. Mit Hilfe der Cryo-Transmissions-
Elektronenmikroskopie konnte gezeigt werden, dass die Zellwand Gram-positiver Bakterien in zwei 
verschiedene Bereiche eingeteilt werden kann. Diese wurden als innerer Zellwandbereich (inner wall 
zone) sowie äußerer Zellwandbereich (outer wall zone) beschrieben, die sich durch eine niedrige bzw. 
hohe Elektronendichte auszeichnen (185, 186, 281). Der äußere Bereich umfasst dabei das 
Peptidoglykan sowie alle angelagerten sekundären Zellwandstrukturen, wohingegen der innere 
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Bereich konzeptionell mit dem Periplasma Gram-negativer Bakterien in Verbindung gebracht wird 
(185, 186). 
 
3.1. Die chemische Struktur und Architektur der bakteriellen Zellwand 
Der Murein-Sacculus ist in Gram-negativen Bakterien einschichtig, wohingegen er bei Gram-positiven 
aus mehreren Schichten besteht (Dicke: 30-40 nm) (120, 279). Die chemische Struktur des 
Peptidoglykans basiert grundsätzlich auf linearen Zuckersträngen, die durch kurze Peptide 
miteinander quervernetzt werden (120, 279) (Abbildung 5). Der Glykanstrang setzt sich wiederum aus 
alternierenden Einheiten der N-Acetyl-Muraminsäure sowie N-Acetyl-Glucosamin zusammen, die 
durch eine β-1,4 glykosidische Bindung miteinander verknüpft sind (Transglykosylierung). Die 
Carboxylgruppen der D-Lactyl-Reste der N-Acetyl-Muraminsäuren werden wiederum mit Peptidketten 
verbunden. Die Komposition des Peptidanteils setzt sich in B. subtilis aus den Aminosäuren L-Alanin 
(L-Ala), D-Glutamat (D-Glu), Meso-Diaminopimelinsäure (A2pm), D-Alanin (D-Ala) sowie nochmals  
D-Alanin zusammen (Abbildung 5). Die Transpeptidierungsreaktion findet zwischen den Aminosäuren 
Meso-Diaminopimelinsäure (Position 3) sowie D-Alanin (Position 4) von benachbarten Glykansträngen 
statt, gewährleistet so deren Quervernetzung und führt letztlich zur dreidimensionalen Struktur des 
Murein-Sacculus. Die letzte Aminosäure (D-Alanin) des Peptidstranges wird während der 
Transpeptidierung abgespalten. Der Anteil der Quervernetzungen des reifen Peptidoglykans liegt bei 
ca. 30 % (9).  
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Abb. 5: Zusammensetzung des Zellwand-Peptidoglykans in B. subtilis.  
Dargestellt ist die chemische Zusammensetzung des Zellwand-Peptidoglykans einer vegetativen B. subtilis Zelle. 
Die alternierenden Zuckerbausteine bestehen aus N-Acetyl-Muraminsäure (MurNAc) sowie N-Acetyl-Glucosamin 
(GlcNAc). Die Aminosäureabfolge der Peptidkette ist L-Alanin (L-Ala), D-Glutamat (D-Glu), Meso-
Diaminopimelinsäure (A2pm), D-Alanin (D-Ala) und D-Alanin. Die Pfeile weisen auf die chemischen Bindungen 
hin, die durch die folgenden Gruppen der Autolysine gespalten werden: 1, N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidase; 2, 
LD-Endopeptidase; 3, DL-Endopeptidase; 4, Carboxypeptidase; 5, DD-Endopeptidase; 6, Muraminidase und 
lytische Transglycosylase; 7, Glukosaminidasen. Die Abbildung wurde der Publikation von Fukushima et al. (85) 
entnommen. 
 
Die chemische Struktur der Zellwand erklärt zum einen die Widerstandsfähigkeit dieses Polymers 
(Glykanstränge) sowie zum anderen die Flexibilität (Peptidstränge), die notwendig sind um sich an die 
unterschiedlichsten Gegebenheiten anzupassen. Die exakte Bestimmung der Architektur, die mit der 
dreidimensionalen Struktur der Zellwand einhergeht, ist jedoch schwer zu fassen (105). Das derzeitige 
Modell besagt, dass die Glykanstränge natürlicherweise rechtsgewunden sind, was wiederum zu einer 
helikalen Anordnung des gesamten Zellwandmaterials führt (189). Der Zellwandzylinder spiralisiert 
sich somit zu einer kabelartigen Architektur, mit einer gewundenen Substruktur (Abbildung 6) (105). 
 
 
Abb. 6: Modell zur Architektur des Zellwand-Peptidoglykans in B. subtilis.  
Gezeigt wird die schematische Darstellung zur Architektur des Zellwandzylinders. Das Zellwandmaterial besitzt 
dabei eine kabelartige Orientierung mit einer gewundenen Substruktur. Der Größenstandard entspricht 1 µm 
(105). 
 
3.2. Die Zellwand-Synthese, Peptidoglykan-Reifung und Turnover 
Die Synthese der Zellwand ist in drei verschiedene Stufen unterteilt, die wiederum in drei 
subzellulären Kompartimenten stattfinden (202). Zunächst werden alle Vorläufer-Komponenten der 
Zellwand (Peptidoglykan, sekundäre anionische Polymere) im Zytoplasma synthetisiert (14). Die 
anschließende Translokalisation über die Zytoplasmamembran der synthetisierten Vorläufermoleküle 
erfolgt über die Verknüpfung mit einem Lipid-Carrier (Undecaprenylphosphat) (24). Im dritten Schritt 
werden die einzelnen Zellwandkomponenten assembliert und in das bestehende Netzwerk eingebaut. 
Dieser Prozess wird als Peptidoglykan-Reifung bezeichnet (243). Die Zellwand-Neu-Synthese geht mit 
einem ständigen Abbau von altem Zellwandmaterial einher, was als Zellwand-Turnover bezeichnet 
wird (58). Dabei konnte gezeigt werden, dass es sich um einen „Inside-to-Outside“-Mechanismus 
handelt, wobei eine neue, dehnbare Mureinschicht von unten an die Zellwand angelagert wird, die 
dem Innendruck der Zelle entgegenwirkt. Der Turgor der Zelle ist letztlich dafür verantwortlich, die 
neue Mureinschicht nach außen zu schieben. An dem Prozess der Neu-Synthese sowie Abbau der 
Zellwand sind zahlreiche Enzyme beteiligt, die einerseits das Peptidoglykan an einer spezifischen 
Stelle hydrolysieren (Autolysine), oder auch neue Verbindungen knüpfen können (Penicillinbinde-
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Proteine) (243). Die Koordination des Zusammenspiels dieser Enzyme ist somit von enormer 
Bedeutung, um fortlaufend die Zellintegrität zu gewährleisten. 
 
4. Zellwand hydrolysierende Enzyme- die Autolysine 
Bei der Gruppe der Autolysine handelt es sich um bakteriolytische Enzyme, die das eigens 
synthetisierte Zellwandpeptidoglykan an spezifischen Stellen spalten können (74, 258, 280). Obwohl 
diese Enzymklasse durch ihre hydrolytische Fähigkeit potentiell letal ist, sind Autolysine oder auch 
Zellwandhydrolasen universell in allen Bakterien vorhanden, die eine Zellwand aus Peptidoglykan 
besitzen (258). Die bakterielle Zellwand verleiht einerseits der Zelle eine mechanische Stabilität, wobei 
es sich anderseits bei diesem Sacculus um eine sehr dynamische Struktur handelt, die sich an die 
Veränderungen des Turgors anpassen muss und zudem ständigen Modifikationen während des 
Zellzyklus unterliegt (279, 281). Daher sind Autolysine an jeglichen zellulären Prozessen beteiligt 
(Wachstum, Zellwand-Turnover, Peptidoglykan-Reifung, Zellteilung, Motilität, Chemotaxis, 
Kompetenz, Protein-Segregation, Pathogenität sowie Sporulation), die eine selektive sowie gerichtete 
Veränderung des Zellwand-Peptidoglykans voraussetzen (20, 80). 
 
4.1. Klassifizierung der Autolysine 
Der Aufbau des Zellwand-Peptidoglykans impliziert, dass vier verschiedene chemische 
Bindungsklassen innerhalb des Polymers gespalten werden müssen, um den Murein-Sacculus 
schließlich in seine Einzelbausteine zu zerlegen (280). Daher wird die Enzymklasse der Autolysine, 
bezogen auf die hydrolytische Bindungsspezifität, in vier verschiedene Gruppen unterteilt: (1)  
N-Acetylmuramyl-L-Alanine Amidasen (Amidase), (2) Endopeptidasen, (3) Glukosaminidasen sowie 
(4) Muraminidasen (85, 119, 258, 280) (Abbildung 5).  
N-Acetylmuramyl-L-Alanine Amidasen, die sogenannten Amidasen, spalten dabei die Amidbindung 
zwischen der N-Acetyl-Muraminsäure sowie dem L-Alanin, der ersten Aminosäure des 
Peptidstranges, wodurch eine Trennung des Glykanstranges von dem Peptidanteil gewährleistet wird. 
Endopeptidasen oder auch Carboxypeptidasen spalten hingegen die diversen Amidbindungen 
zwischen den Aminosäuren des Peptidstranges im Murein-Sacculus oder auch in löslichen 
Peptidoglykanfragmenten. Dabei unterscheidet man DD-Peptidasen, die die Bindung zwischen  
D-Aminosäuren im Peptidstrang hydrolysieren, von LD- bzw. DL-Peptidasen, die für eine Spaltung der 
Amidbindung zwischen L- und D-Aminosäuren verantwortlich sind. Darüber hinaus sind drei Typen 
von Enzymklassen bekannt, die zu einer Trennung der Glykosidbindungen im Zuckerstrang führen. 
Dabei umfasst die Gruppe der Muramidasen die Enzymklassen der Lysozyme sowie die der lytischen 
Transglykosylasen. Beide dieser Klassen spalten die β-1,4 glykosidische Bindung zwischen der  
N-Acetyl-Muraminsäure und dem N-Acetyl-Glucosamin, wobei die Spaltung über zwei verschiedene 
Wege erfolgt. Die dritte Klasse der Glykanstrang-spaltenden Enzyme gehört zu der Gruppe der 
Glukosaminidasen, die wiederum generell die Glykosidbindung zwischen der N-Acetyl-Muraminsäure 
sowie angrenzenden Monosacchariden spalten können. 
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4.2. Charakteristika der Zellwandhydrolasen 
Die Sequenzierung des B. subtilis Genoms (154) ermöglichte erstmalig eine Zusammenstellung aller 
potentiell vorkommenden Zellwandhydrolasen in diesem Organismus. Dabei konnten 35 putative 
Autolysine, basierend auf Sequenzsimilaritäten, identifiziert werden (258). Untersuchungen zeigten 
dabei, dass eine große Schwierigkeit darin bestand, die physiologische Funktion einer bestimmten 
Zellwandhydrolase zu bestimmen. Dieses Charakteristikum liegt in der sehr hohen Anzahl von 
Autolysinen innerhalb eines Organismus begründet, die zudem redundante Rollen einnehmen 
können. Darüber hinaus ist bekannt, dass Zellwandhydrolasen mehr als eine physiologische Rolle in 
einem Bakterium spielen können (74, 258, 280). In E. coli existieren beispielsweise fünf  
N-Acetylmuramyl-L-Alanine Amidasen, sechs lytische Transglykosylasen sowie drei Endopeptidasen, 
die vermutlich alle zur Septum-Trennung während der Zellteilung zweier Tochterzellen beitragen (107, 
108). Ferner konnte bisher in keinem Bakterium ein Autolysin detektiert werden, dass für die Zelle 
essentiell ist (258, 280). 
 
Neben der funktionellen Redundanz der Autolysine, stellt der modulare Aufbau dieser Enzyme ein 
weiteres charakteristisches Merkmal dar (74). Dabei setzten sich die Module aus einer katalytischen- 
sowie einer nicht-katalytischen Domäne zusammen. Die katalytische Domäne ist für die hydrolytische 
Bindungsspezifität verantwortlich und dient der Einordnung der Autolysine in die bereits vorgestellten 
Gruppen (Abbildung 5). Bei den nicht-katalytischen Domänen handelt es sich hingegen um 
Zellwandbindedomänen, die einer Verankerung an die Zellwand und somit an deren hydrolytischen 
Wirkungsort dienen. Diese Bindung kann dabei direkt an das Peptidoglykan oder auch an sekundäre 
Zellwandpolymere (Lipoteichonsäuren) erfolgen. Ferner können diese für eine Erhöhung der 
hydrolytischen Aktivität verantwortlich sein (86). Bisher wurden sieben verschiedene 
Zellwandbindemodule in der Literatur beschrieben: (1) CHAP-Domäne (16), (2) GW-Domäne (247), 
(3) SH3-Domäne (289), (4) PlyPSA-Domäne (149), (5) FtsN-Domäne (295), (6) Cholin-Bindedomäne 
(73), (7) LysM-Domäne (15). Dabei stellt beispielsweise die LysM-Zellwandbindedomäne ein häufig 
vorkommendes Motiv dar, was bisher in über 1.500 Proteinen verschiedenster Bakterienspezies 
gefunden werden konnte (59). Zudem ist es möglich, dass Zellwandhydrolasen sogenannte direkte 
Sequenzwiederholungen („direct repeat“) aufweisen, die ebenfalls eine Bindung an die Zellwand 
vermitteln (11, 180). Darüber hinaus besitzt eine Vielzahl der Zellwand-assoziierten Proteine einen 
hohen pI-Wert, der die Affinität dieser Proteine zur negativ geladenen Zellwand ebenfalls erhöht (258). 
 
4.3. Transkriptions- sowie posttranslationelle Regulation der Autolysine 
Aufgrund der potentiellen Letalität, der Autolysine müssen diese einer strikten Kontrolle unterliegen, 
um eine ungerichtete Zelllyse zu verhindern. Die Regulation dieser Enzymklasse findet dabei auf 
transkriptionseller- sowie posttranslationeller Ebene statt (258, 280). Die transkriptionelle Regulation 
der Autolysin-Gene erfolgt oftmals über spezifische Sigmafaktoren, die bestimmte zelluläre Prozesse 
innerhalb eines Organismus regulieren. Typischerweise werden Zellwandhydrolasen, die in B. subtilis 
in den Prozess der Sporulation involviert sind über sporulationsspezifische Sigmafaktoren reguliert 
(Abbildung 2) (280). Dies hat zur Folge, dass diese nur dort exprimiert werden, wo die Enzyme 
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letztlich auch benötigt werden. Zudem ist bekannt, dass in B. subtilis die höchste Autolysinaktivität bei 
Eintritt in die stationäre Wachstumsphase verzeichnet werden kann (78). Die Enzyme LytC (N-
Acetylmuramyl-L-Alanine Amidase) sowie LytD (Glukosaminidase) konnten in dieser 
Wachstumsphase als die Hauptautolysine identifiziert werden (180, 181). Die Gene lytC sowie lytD 
werden ferner über den Transkriptionsfaktor SigD co-reguliert, der in B. subtilis Prozesse wie Motilität 
sowie Chemotaxis bestimmt (251).  
Auf posttranslationeller Ebene spielt die subzelluläre Lokalisation der Zellwandhydrolasen eine 
essentielle Rolle, da die Interaktion zwischen Autolysin und Zellwand-Peptidoglykan kritisch für deren 
Aktivität ist. Dabei erfolgt die Segregation der Autolysine überwiegend über den Sec-abhängigen 
Translokationsweg, wobei in einigen Fällen ebenso die TAT-Translokalisationsmaschinerie verwendet 
wird (18, 259). Eine Interaktion zwischen Zellwand und Autolysin wird über die genannten 
Zellwandbindemotive propagiert. Durch physikalische oder auch chemische Veränderungen der 
Zellwand können jedoch Konformationsänderungen induziert werden, die die Affinität zwischen 
Zellwandhydrolase und Murein-Sacculus verändern können (147). In diesem Zusammenhang konnte 
festgestellt werden, dass das Vorhandensein oder auch das Fehlen von sekundären 
Zellwandpolymeren, wie Teichonsäuren, ebenfalls die Aktivität von Autolysinen beeinflusst (112, 113). 
Dabei sind Lipoteichonsäuren bekannt für ihre inhibitorische Wirkung auf Zellwandhydrolasen (280). 
 
5. Die Salzinduktion zahlreicher Gene und deren Beteiligung am Zellwandmetabolismus  
Die zentralen Anpassungsmechanismen von B. subtilis an hochosmolare Kulturbedingungen 
bezüglich des Wasser-Managements und der damit verbundenen Aufrechterhaltung des Turgors, 
konnten durch intensive Studien bereits gut charakterisiert werden (Abbildung 4) (139, 228). Diverse 
Analysen des Transkriptom- sowie Proteom-Profils salzgestresster B. subtilis Zellen (96, 123, 265) 
deuteten jedoch darauf hin, dass es sich um einen komplexen Anpassungsprozess handeln muss. 
Diese Vermutung wird dadurch unterstützt, dass für eine Vielzahl der Gene, die an diesem Prozess 
beteiligt zu sein scheinen, eine physiologische Rolle bisher nicht ermittelt werden konnte. Dies führte 
schließlich zu der Annahme, dass noch weitere Facetten während der Anpassung an hohe Salinitäten 
existieren müssen. Eine genaue Untersuchung der über 100 salzinduzierten Gene, die in der DNA-
Microarray-Analyse durch Steil et al. (265) identifiziert werden konnten, ergab, dass basierend auf 
Sequenzhomologien zu bereits charakterisierten Proteinen, vielen der abgeleiteten Proteine eine Rolle 
im Zellwandmetabolismus zugesprochen werden konnte (Tabelle 1). Zudem besitzt diese Gruppe von 
Genen teilweise sehr hohe Induktionsfaktoren (Tabelle 1), die eine zentrale Bedeutung der 
zugehörigen Proteine zusätzlich suggerieren. 
 
Ein Beispiel dafür stellt das Gen gpsB (Induktionsfaktor 3,7 (265)) (Tabelle 1) dar, welches in 
B. subtilis für ein Zellteilungs-Protein (Divisom) kodiert (48). Die Funktion des GpsB Proteins liegt 
darin, zusammen mit einem weiteren Protein, EzrA (169), die subzelluläre Lokalisation des 
Penicillinbinde-Proteins PBP1 während des Elongations- und Zellteilungszyklus zu koordinieren (48). 
Das Penicillinbinde-Protein PBP1 besitzt eine Transglycosylase sowie Transpeptidase Funktion und 
ist an der Zellwandsynthese sowohl während der Elongation als auch während der Division beteiligt 
(48). Interessanterweise führte eine Deletion des gpsB Gens zu einem salzsensitiven Phänotyp, 
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sobald eine Salz-Konzentration von 0,6 M NaCl im Medium überschritten wurde. Eine mikroskopische 
Untersuchung dieser Kulturen zeigte zudem, enorme Veränderungen in der Morphologie der 
Deletionsmutante verglichen mit der des Wildtyps. Dabei konnte beobachtet werden, dass die Zellen 
zum einen weitaus länger waren und zudem viele lysierte Zellen vorlagen. Zum anderen besaßen 
einige Zellen Verdickungen an den Zellpolen. Diese morphologischen Aberrationen der gpsB 
Deletionsmutante konnte durch die Zugabe einer erhöhten Magnesiumkonzentration zur Wildtyp-
Morphologie zurückgeführt werden (48).  
Des Weiteren konnte in den Transkriptom-Analysen salzgestresster B. subtilis Zellen, das yocH Gen 
(Induktionsfaktor 12,3 (265)) identifiziert werden (Tabelle 1), das für eine Zellwandhydrolase kodiert. 
Eine Analyse der Proteinsequenz deutete zudem darauf hin, dass YocH Ähnlichkeiten zu der lytischen 
Transglycosylase MltA aus E. coli besitzt (278). Die hydrolytische Fähigkeit des YocH Autolysins 
konnte in vitro bestätigt werden (253). Für das yocH Gen konnte überdies gezeigt werden, dass die 
Expression des Gens der Kontrolle des essentiellen Zwei-Komponenten-Systems WalK/WalR 
(YycG/YycF) unterliegt (124, 293). Das WalK/WalR System ist für die Regulation zahlreicher Gene 
verantwortlich, die eine Rolle im Zellwandmetabolismus sowie bei der Synthese von 
Membranproteinen spielen (64). Zudem konnte gezeigt werden, dass die Expression des yocH Gens 
durch sekretierte Muropeptide (lösliche Peptidoglykanfragmente) induziert wird (253). Diese Induktion 
ist abhängig von der membrangebunden Ser/Thr Kinase PrkC. Die Konstruktion und Analyse einer 
yocH Mutante zeigte bei der Kultivierung unter Hochsalz Bedingungen ebenfalls ein drastisches 
Wachstumsdefizit im Vergleich zu dem B. subtilis Wildtyp-Stamm. Weiterhin konnten morphologische 
Veränderungen dieser Deletionsmutante beobachtet werden, die durch die vermehrte Formation von 
leeren Zellhüllen dominiert wurde (248).  
Als weiteres salzinduziertes Gen, konnte das yabE Gen (Salzinduktion: 5,4) identifiziert werden 
(Tabelle 1) (265). Das YabE Protein gehört in B. subtilis ebenfalls zu der Enzymklasse der Autolysine, 
wobei es sich um ein homologes Protein zu YocH handelt, das ebenfalls Sequenzähnlichkeiten zu der 
lytischen Transglycosylase MltA aus E. coli besitzt (278). Darüber hinaus gehören die Proteine YabE 
sowie YocH zu der Rpf/SpS [(resuscitation-promoting factors)/(staionary phase survival)] 
Proteinfamilie, die die Wiederaufnahme des Wachstums schlafender Zellen propagieren (49, 137, 
232). Dieser Mechanismus wird durch eine Peptidoglykan-Hydrolyse induziert, die von Seiten der 
Proteine YabE und YocH katalysiert wird. Ferner konnte gezeigt werden, dass das yabE Gen negativ 
durch eine Antisense RNA reguliert wird, welche wiederum unter der Kontrolle der 
extrazytoplasmatischen Sigmafaktoren SigX sowie SigM steht. Diese Sigmafaktoren regulieren zum 
Teil überlappende Regulons, die mit der Stressantwort zur Homöostase der Zellhülle in Verbindung 
gebracht werden (67). Interessanterweise konnten große Teile des SigX sowie SigM Regulons in einer 
weiteren Proteom- sowie Transkriptom-Studie wieder gefunden werden (96), in der Daten von 
B. subtilis Kulturen erhoben wurden, die einer plötzlichen Erhöhung der Salzkonzentration (1,2 M 
NaCl) ausgesetzt wurden. 
Weiterhin gruppiert sich das Gen yddJ (Salzinduktion: 13,8) zu den salzinduzierten Genen (265). Die 
abgeleitete Proteinsequenz weist Sequenzähnlichkeiten zu der Gruppe der Lipoproteine auf (Tabelle 
1). Dieses Gen liegt vermutlich in einem Operon (yddEFGHIJ) kodiert vor, wobei das Gen yddH (cwlT) 
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für ein bifunktionales Autolysin in B. subtilis kodiert. Das CwlT Protein besitzt einerseits eine 
Muraminidase Aktivität und kann anderseits als DL-Endopeptidase fungieren (84).  
Ferner konnten die bisher noch uncharakterisierten Gene yqiH sowie yqiI in der Transkriptom-Studie 
salzgestresster B. subtilis Zellen (265) identifiziert werden (Tabelle 1). Diese Gene weisen eine ca. 15 
sowie 7 fache Induktion der Genexpression unter den getesteten Bedingungen auf. Das Gen yqiH 
kodiert dabei vermutlich ebenfalls für ein Lipoprotein, wohingegen das an yqiH angrenzende yqiI Gen 
Sequenzähnlichkeiten zu der Gruppe der N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidasen besitzt. Diese beiden 
Gene bilden die Grundlage der hier vorliegenden Arbeit. 
Neben der Identifikation der Gene, deren Expression durch hochsaline Bedingungen induziert wurden, 
konnten auch zwei weitere Gene detektiert werden, die unter diesen Kulturbedingungen reprimiert 
wurden ((265) Tabelle 1) und ebenfalls dem Zellwandmetabolismus zugeordnet werden konnten. 
Dabei handelt es sich um die Gene lytF (Salzrepression: 11,3) sowie wapA (Salzrepression: 7,7). Das 
lytF Gen unterliegt der Kontrolle des Sigmafaktors SigD und kodiert für eine DL-Endopeptidase (182). 
Es konnte gezeigt werden, dass das Autolysin LytF eine wichtige Rolle während des vegetativen 
Wachstums in B. subtilis spielt und dabei in den Prozess der Zellteilung involviert ist (103, 214, 292). 
Bei dem Protein WapA handelt es sich hingegen um ein Zellwand assoziiertes Protein (250), wobei 
das wapA Gen unter der Kontrolle des Zwei-Komponenten-Systems DegS/DegU ist (177). 
 
Tabelle 1: Durch Hochsalz induzierte Gene und deren Funktion im Zellwandmetabolismus 
 
Gen Funktion Faktor Induktion/Repression 
   
yabE 
Unbekannt; ähnlich zu Zellwandbindeprotein (lytische 
Transglycosylase) 
Regulation: Antisense RNA; SigX, SigM (67) 
 
5,4 
yddJ 
Unbekannt; ähnlich zu Lipoprotein 
Regulation: AbrB Regulon 
Operon: yddEFGHIJ [YddH  CwlT (Autolysin mit 
N-Acetylmuramidase und DL-Endopeptidase Aktivität (84)] 
 
13,8 
yocH 
Zellwandhydrolase (lytische Transglycosylase) (253) 
Regulation: WalK/WalR, AbrB Regulon; Spo0A Regulon; 
Antisense RNA (205) 
 
12,3 
gpsB (ypsB) Zellteilungs-Protein (Divisom) (48) 
 
3,7 
yqiH 
Unbekannt; ähnlich zu Lipoprotein 
Operon: yqiHIK 
 
14,9 
yqiI 
Unbekannt; ähnlich zu N-Acetylmuramyl-L-Alanine Amidase 
Operon: yqiHIK 
 
6,8 
lytF* 
DL-Endopeptidase (Hauptautolysin) (214) 
Regulation: SigD; SlrR Regulon 
 
11,3 
wapA* 
Zellwand assoziiertes Protein (Vorläufer) (250) 
Regulation: DegS/DegU 
Operon: wapA-yxxG 
7,7 
* Gene, deren Expression durch Hochsalz Bedingungen reprimiert werden (265)  
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Die hier vorgestellten Daten (Tabelle 1) führen zu der Vermutung, dass eine Modifikation oder auch 
Restrukturierung der Zellwand in B. subtilis unter hyperosmotischen Stressbedingungen stattfindet, 
wobei es sich um eine weitere Facette der Osmoregulation in B. subtilis handeln könnte. Diese 
Hypothese konnte bereits durch vorangegangene Studien unterstützt werden. López et al. 
postulierten, dass eine Veränderung der Zellwandkomposition unter hyperosmotischen Bedingungen 
in B. subtilis stattfindet (171, 172). Dabei konnte beobachtet werden, dass eine veränderte bzw. 
geringere Sensitivität gegenüber spezifischen Phagen (Ф29, Ф105) sowie Antibiotika (Lysozym, 
Penicillin G), deren Wirkungsort die Zellwand ist, zu verzeichnen war. Daraus wurde geschlossen, 
dass die Zellwand an Dicke zugenommen haben muss und zudem nun weniger kompakt ist. Darüber 
hinaus konnten auch Modifikationen in der Zytoplasmamembran beobachtet werden, wobei gezeigt 
wurde, dass die Hydrophobizität der hyperosmotischen Kulturen zugenommen hatte und überdies die 
Lipidkomposition verändert worden war. Es wurde spekuliert, dass somit Lipoteichonsäuren eine 
wichtige Rolle während des Adaptationsprozesses spielen könnten. Des Weiteren konnte in einer 
weiteren Studie (217) eine Salzinduktion des pbpE Gens festgestellt werden. Das pbpE Gen kodiert in 
B. subtilis für ein Penicillinbinde-Protein PBP4*, eine Zellwandhydrolase mit einer vermutlichen DD-
Endopeptidase Aktivität (217). Ferner konnte gezeigt werden, dass eine Deletion des pbpE Gens nicht 
nur zu einem salzsensitiven Phänotyp des Mutanten-Stammes führte, sondern auch eine höhere 
Sensitivität gegenüber an der Zellwand agierenden Antibiotika (Vancomycin, Penicillin und Bacitracin) 
aufweist. Eine Beteiligung des PBP4* Enzyms an den durch Salzstress induzierten Modifikationen der 
Zellwand wurde diskutiert.  
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6. Zielsetzung 
Durch langjährige Studien zur Osmoregulation in B. subtilis konnten bisher die zentralen 
Anpassungsprozesse im Hinblick auf das Wasser-Management sowie die Mechanismen, die zur 
Stabilisierung des Turgors notwendig sind, weitestgehend aufgeklärt werden (139, 228). Diese 
beruhen vor allem in der sofortigen Aufnahme von Kaliumionen sowie in der darauf folgenden 
Akkumulation von kompatiblen Soluten, die teilweise aus Vorläufermolekülen synthetisiert werden 
können oder direkt aus der Umwelt über spezifische Transportsysteme aufgenommen werden. 
 
Diverse Analysen des Transkriptom-Profils salzgestresster B. subtilis Zellen (96, 123, 265), deuteten 
jedoch auf komplexe Anpassungsprozesse an osmotische Stress-Bedingungen hin, da für eine 
Vielzahl der salzinduzierten Gene bisher keine Funktion bekannt ist. In der durch Steil et al. (265) 
durchgeführten Transkriptom-Studie konnten über 100 salzinduzierte Gene identifiziert werden. 
Basierend auf Sequenzhomologien wurden einige dieser Genprodukte funktionell in eine Gruppe 
eingeteilt, die eine Rolle im Zellwandmetabolismus spielen könnte. Dabei zeigte sich, dass für eine 
Vielzahl dieser Proteine eine zellwandhydrolytische Fähigkeit angenommen wird oder bereits gezeigt 
werden konnte. Salzstressinduzierte Veränderungen des Zellwand-Peptidoglykans wurden überdies in 
zahlreichen weiteren Studien postuliert (171, 172, 217). Die genauen Veränderungen bzw. die 
Funktion dieser Umstrukturierung konnten bisher jedoch nicht bestimmt werden. Sowohl die 
Identifikation der zahlreichen salzinduzierten Gene (Tabelle 1), deren Produkten eine Rolle im 
Zellwandmetabolismus zugesprochen werden konnte, als auch die angesprochenen Literaturdaten 
führten zu der These, dass diese Modifikationen der Zellwand eine neue Facette in der Adaptation von 
B. subtilis an hyperosmotische Kulturbedingungen darstellen könnten. 
 
Die Gene yqiH (putatives Lipoprotein) sowie yqiI (putative N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidase) traten 
ebenfalls erstmalig von der durch Steil et al. durchgeführten Transkriptom-Analyse (265) in den Fokus, 
da diese Gene eine sehr starke osmotische Induktion aufwiesen. Im Rahmen dieser Dissertation sollte 
nun das als Operon identifizierte yqiHIK Gencluster (75) aus B. subtilis genauer charakterisiert 
werden. Zudem sollten die physiologischen Prozesse aufgedeckt werden, in die vor allem die 
Zellwandhydrolase YqiI involviert sein könnte. 
Die hier vorgelegten Daten zeigten eine sehr komplexe Regulation des yqiHIK Operons aus B. subtilis. 
Ferner wies diese facettenreiche Regulation auf unterschiedlichste Aufgaben der synthetisierten 
YqiHIK Proteine hin, die zudem suggerierten, dass diese Proteine in sehr unterschiedliche 
Differenzierungsprozesse in B. subtilis involviert zu sein scheinen. In diesem Zusammenhang wurde 
neben der Beteiligung an der Anpassung an osmotische Stress-Bedingungen, Prozesse wie 
Kannibalismus, Peptidoglykan-Recycling, Biofilm-Formation sowie Sporulation diskutiert. 
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IV. MATERIAL UND METHODEN 
1. Chemikalien und Materialien 
Die verwendeten Chemikalien wurden, falls nicht explizit erwähnt, von den Firmen AppliChem 
(Darmstadt, D), Roche Applied Science (Mannheim, D), Carl Roth (Karlsruhe, D), Sigma-Aldrich 
(Steinheim, D), Merck (Darmstadt, D) und QIAGEN (Hilden, D) bezogen. Die Bestandteile der 
Vollmedien stammten von der Firma Becton Dickinson (Franklin Lakes, USA).  
 
2. Bakterienstämme, Plasmide und Oligonukleotide 
Die in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme sind in den Tabellen 2 und 3 aufgeführt. Bei den 
angegebenen Escherichia coli Stämmen handelt es sich entweder um ein E. coli K-12 Derivat (DH5α) 
oder um E. coli B Derivate. Dahingegen handelt es sich, bei denen in Tabelle 3 aufgeführten 
B. subtilis Stämmen, weitestgehend um Derivate des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 (WT 168) (13). 
Die Bezeichnung der Gene folgt der von B. Bachmann vorgeschlagenen Nomenklatur (12). In 
Tabelle 4 werden alle verwendeten bzw. im Rahmen dieser Arbeit konstruierten Plasmide dargestellt. 
Die Auflistung der Oligonukleotide ist in Tabelle 10 im Anhang zu finden.  
 
2.1. Bakterienstämme 
Tabelle 2: E. coli – Stämme 
 
Stamm Beschreibung Referenz 
   
Arctic Express 
(DE3) RIL 
F- ompT hsdS(rB- mB-) dcm+ Tetr gal λ(DE3) endA Hte [cpn10 
cpn60 Gentr] [argU ileY leuW Strr] 
 
Agilent 
Technologies 
(La Jolla, USA) 
 
DH5α F- λ- E44 ∆(lacZYA-argF)U169 Φ80dlacZ ∆M15 hsdR17(rK- mK+) 
recA1 endA thi-1 relA1 gyrA96 
 
(101) 
XL 10 - Gold endA1 supE44 thi-1 recA1 gyrA96 relA1 lac Hte ∆(mcrA)183
∆(mcrCB-hsdSMR-mrr)173 Tetr F'[proAB lacIqZ∆M15
Tn10(Tetr) Amy Camr] 
Agilent 
Technologies 
 (La Jolla, USA) 
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Tabelle 3: B. subtilis – Stämme 
 
Stamm Beschreibung Referenz 
 
 
 
WT 168 trpC2 (13) 
NCIB3610 Prototroph BGSC 
(www.bgsc.org) 
 
JGB34 ∆(treA::ery)2 J. Gade 
TSTB3 ∆(treA::neo)1 (262) 
sinR ∆(sinR::spc) O. Kuipers; 
Universität Groningen 
 
sinI ∆(sinI::spc) O. Kuipers; 
Universität Groningen 
 
OC003 ∆(abrB::spc) (47) 
rok ∆(rok::neo) (6) 
MD282 ∆(degS degU::neo) M. Dahl; Universität 
Konstanz 
 
MD300 degU32(Hy)aphA3 gekoppelt (177) 
KFB8 ∆(yqiHIK::neo)1 (75) 
KFB8 (pKF51) (yqiHIK::neo)1 [pGP382-PdegQ-yqiI] diese Arbeit 
KFB9 ∆(lytC::spc)1 diese Arbeit 
KFB10 ∆(yrvJ::ery)1 diese Arbeit 
KFB14 ∆(yqiHIK::neo)1 ∆(lytC::spc)1 ∆(yrvJ::ery)1 diese Arbeit 
KFB15 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB16 ∆(cwlC::tet)1 diese Arbeit 
KFB17 ∆(cwlD::zeo)1 diese Arbeit 
KFB23 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(opuA::ery)1 
∆(opuB::Tn10(spc))1 ∆(opuD::tet)1 
 
diese Arbeit 
KFB24 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut1 diese Arbeit 
KFB25 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut2 diese Arbeit 
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KFB26 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut3 diese Arbeit 
KFB29 ∆(yqiHIK::neo)1 ∆(lytC::spc)1 ∆(yrvJ::ery)1 ∆(cwlC::tet)1  diese Arbeit 
KFB31 ∆(yqiHIK::neo)1 ∆(cwlC::tet)1 ∆(cwlD::zeo)1 diese Arbeit 
KFB32 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut4 diese Arbeit 
KFB33 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut5 diese Arbeit 
KFB34 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut6 diese Arbeit 
KFB35 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut7 diese Arbeit 
KFB36 ∆(yqiHIK::neo)1 ∆(yrvJ::ery)1 ∆(cwlC::tet)1 ∆(cwlD::zeo)1 
 
diese Arbeit 
KFB37 ∆(yqiHIK::neo)1 ∆(lytC::spc)1 ∆(yrvJ::ery)1 ∆(cwlC::tet)1 
∆(cwlD::zeo)1 
 
diese Arbeit 
KFB38 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH220bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB39 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH148bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB40 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH122bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB41 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB42 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(sinR::spc) diese Arbeit 
KFB43 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(abrB::spc) diese Arbeit 
KFB46 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(sinI::spc) diese Arbeit 
KFB47 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(rok::neo) diese Arbeit 
KFB51 (yqiHIK::neo)1 [pDR110-Pspanc-yqiI] diese Arbeit 
KFB55 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH279bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB56 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH270bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB57 ∆(treA::neo)1 amyE::[Φ(yqiH250bp´-treA) cat] diese Arbeit 
KFB63 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut8 diese Arbeit 
KFB64 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut9 diese Arbeit 
KFB65 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut10 diese Arbeit 
IV. MATERIAL UND METHODEN 25
FORTZETZUNG TABELLE 3 
KFB66* ∆(yqiHIK::neo)1 diese Arbeit 
KFB69 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut11 diese Arbeit 
KFB70 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut12 diese Arbeit 
KFB71 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] mut13 diese Arbeit 
KFB72 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] ∆(degS 
degU::neo) 
 
diese Arbeit 
KFB78 ∆(treA::ery)2 amyE::[Φ(yqiH300bp´-treA) cat] degU32 (Hy)  
aphA3 gekoppelt 
diese Arbeit 
*Derivat des Wildtyp-Stammes NCIB3610 (BGSC) 
 
2.2. Plasmide 
Tabelle 4: Plasmide 
 
Plasmid Beschreibung Referenz 
   
pJMB1 Low Copy Vektor; trägt promotorloses treA Reportergen und 
homologe Bereiche des amyE Genlocus zur stabilen 
Genomintegration in B. subtilis; 
AmpR, CmlR 
 
M. Jebbar und E. 
Bremer, 
unveröffentlicht 
 
pRB373 E. coli – B. subtilis Shuttlevektor; 
AmpR, KanR 
 
(34) 
pDG783 Derivat von pFSB118; trägt Kanamycin-Resistenzkassette 
 
(94) 
pDG1515 Derivat von BluescriptKS+; trägt Tetracyclin-Resistenzkassette 
 
(94) 
pDG1726 Derivat von pSB119; trägt Spectinomycin-Resistenzkassette 
 
(94) 
p7Z6 Derivat von pMD18-T; trägt Zeocin-Resistenzkassette 
 
(294) 
pASK-IBA3  
plus 
E. coli Vektor zur zytoplasmatischen Expression (tet-
Promotor); Strep-Tag®II (C-terminal); Transkriptionsinduktion 
mit AHT; AmpR 
 
IBA (Göttingen, D) 
pASK-IBA5  
plus 
E. coli Vektor zur zytoplasmatischen Expression (tet-
Promotor); Strep-Tag®II (N-terminal); Transkriptionsinduktion 
mit AHT; AmpR 
 
IBA (Göttingen, D) 
pGP382 E. coli – B. subtilis Shuttlevektor zur konstitutiven 
zytoplasmatischen Expression (degQ36 Promotor); Strep-Tag 
(C-terminal); AmpR, EryR 
 
(114) 
pKF11 Derivat von pASK-IBA3 plus; trägt 555 bp Fragment des yqiI
Leserahmens (ohne Signalsequenz) 
(75) 
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pKF16 Derivat von pRB373; trägt 546 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion 
 
diese Arbeit 
pKF18* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -35 Promotorregion (mut1) 
 
diese Arbeit 
pKF19* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -16 Promotorregion (mut2) 
 
diese Arbeit 
pKF20* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -10 Promotorregion (mut3) 
 
diese Arbeit 
pKF24* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -10 Promotorregion (mut4) 
 
diese Arbeit 
pKF25* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -10 Promotorregion (invariantes T) (mut5) 
 
diese Arbeit 
pKF26* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -35 und -10 Promotorregion (mut6) 
 
diese Arbeit 
pKF27* Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -35, -16 und -10 Promotorregion (mut7) 
 
diese Arbeit 
pKF28 Derivat von pJMB1; trägt 220 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen 
 
diese Arbeit 
pKF29 Derivat von pJMB1; trägt 148 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen 
 
diese Arbeit 
pKF30 Derivat von pJMB1; trägt 122 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen 
 
diese Arbeit 
pKF35 Derivat von pDR110; trägt 719 bp Fragment des yqiI
Leserahmens inklusive der RBS sowie des Stopp-Codons 
 
diese Arbeit 
pKF36 Derivat von pJMB1; trägt 279 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen 
 
diese Arbeit 
pKF37 Derivat von pJMB1; trägt 270 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen 
 
Diese Arbeit 
pKF44 Derivat von pASK-IBA5 plus; trägt 330 bp Fragment des sinR
Leserahmens (ohne Stopp-Codon) 
 
diese Arbeit 
pKF45 Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -10 Promotorregion (sigH) (mut8) 
 
diese Arbeit 
pKF46 Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der -35 Promotorregion (sigH) (mut9) 
diese Arbeit 
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pKF47** Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der SinR Bindestelle (I) (mut10) 
 
diese Arbeit 
pKF48** Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der SinR Bindestelle (I) (mut11) 
 
diese Arbeit 
pKF49** Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der SinR Bindestelle (II) (mut12) 
 
diese Arbeit 
pKF50** Derivat von pJMB1; trägt 300 bp Fragment der yqiHIK
Promotorregion fusioniert an treA Reportergen; Mutagenese 
der SinR Bindestelle (II) (mut13) 
 
diese Arbeit 
pKF51 Derivat von pGP382; trägt 719 bp Fragment des yqiI
Leserahmens inklusive der RBS sowie des Stopp-Codons 
diese Arbeit 
*Die exakte Lage und Art der Basenaustausche, die während der Mutagenese der yqiHIK Promotorregion eingebracht wurden 
sind Tabelle 7 entnehmen. 
**Die exakte Lage und Art der Mutationen, die in den putativen SinR Bindestellen (I und II) vorgenommen wurden, sind in 
Passage 3.1 des Kapitels Ergebnisse dargestellt. 
 
2.3. Oligonukleotide 
Die in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide wurden von Sigma-Aldrich (Steinheim, D) bezogen 
und sind in Tabelle 10 im Anhang zusammengefasst. 
 
3. Medien und Zusätze 
3.1. Medien 
Zur Vermehrung und Stammhaltung der diversen E. coli und B. subtilis Stämme, wurde das 
Komplexmedium LB (Luria-Bertani) verwendet (190). Festmedien wurden darüber hinaus zusätzlich 
mit 15,0 g/l Agar versetzt. Die Produktion der extrazellulären α-Amylase (AmyE) aus B. subtilis wurde 
auf LB-Stärkeplatten (1 % (w/v)) und der Überspülung der Kolonien mit einer Iod-Lösung überprüft 
(54).  
 
Für die heterologe Produktion der Proteine YqiI und SinR aus B. subtilis in E. coli Arctic Express (DE3) 
RIL wurde Minimal-Medium A verwendet (MMA) (241). Dieses enthielt zusätzlich mit 0,4 % (w/v) 
Casaminosäuren, 0,4 % (w/v) Glukose, 0,2 g/l MgSO4 x 7 H2O sowie 1 g/l Thiamin. 
 
Die Kultivierung der verschiedenen B. subtilis Derivate (Tabelle 3) erfolgte in Spizizen´s 
Minimalmedium (SMM) (263). Zur Vervollständigung des Mediums wurden 0,5 % (w/v) Glukose als 
Kohlenstoffquelle sowie eine Lösung von Spurenelementen (102) ergänzt. Die Zugabe von  
L-Tryptophan (20 mg/l) diente der Komplementierung der Tryptophan-Auxotrophie des B. subtilis 
Wildtyp-Stammes 168 und dessen Derivate. Für osmotische Stressexperimente wurde die Osmolarität 
des Mediums durch die Zugabe einer konzentrierten NaCl (5 M) Lösung erhöht.  
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Zur Bestimmung des Sporentiters von B. subtilis wurde Schaeffer‘s Sporulationsmedium, ebenfalls 
bekannt als Difco‘s Sporulationsmedium (DSM), verwendet (244). Durch dieses Medium wird bereits 
nach wenigen Stunden ein Nährstoffmangel induziert, der den Eintritt von B. subtilis in den 
Sporulationsprozess einleitet. 
 
Um das Biofilm-Verhalten von B. subtilis zu dokumentieren, wurde MSgg (187) Medium verwendet. 
Dieses wurde als Flüssig- sowie Festmedium eingesetzt, um die Pellicle-Formation sowie die 
charakteristischen, strukturierten Kolonien zu analysieren, die kennzeichnend für das Biofilm-
Verhalten von B. subtilis sind (27). Die Zusammensetzung des Mediums ist Tabelle 5 zu entnehmen. 
Die Bestandteile wurden einzeln sterilfiltriert und anschließend unter sterilen Bedingungen 
zusammengefügt. Das Festmedium wurde mit 1,5 % (w/v) Agar supplementiert. Als weitere Zusätze 
dienten Glycin-Betain und/oder NaCl, die ebenfalls dem Grundmedium beigefügt wurden. 
 
Tabelle 5: Zusammensetzung des Biofilm-Mediums MSgg 
 
Substanz (Stock) Endkonzentration Pro 500 ml 
   
K3PO4 (100 mM) 5 mM; pH 7
 
 
25 ml 
MOPS (1 M) 100 mM; pH 7 50 ml 
MgCl2 (100 mM) 2 mM 
 
10 ml 
CaCl2 (35 mM) 700 µM 
 
10 ml 
MnCl2 (2,5 mM) 50 µM 
 
10 ml 
FeCl3 (2,5 mM) 50 µM 10 ml 
ZnCl2 (100 µM) 1 µM 5 ml 
Glycerin (80 % (w/v)) 0,5 % 3,125 ml 
Glutamat (25 % (w/v)) 0,5 % 10 ml 
Thiamin (1mM) 2 µM 0,5 ml 
dH20  ad 500 ml 
Tryptophan (4 mg/ml) 20 µg/ml 2,5 ml 
Glycin-Betain (100mM)* 1 mM 5 ml 
NaCl (5 M)* 0,5 M 50 ml 
 *Zusätze, die nicht zum Grundmedium dazugehören  
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3.2. Medienzusätze und Antibiotika 
Antibiotika und andere Medienzusätze wurden als konzentrierte Stammlösung in destilliertem Wasser 
oder Ethanol (Chloramphenicol, Tetracyclin) angesetzt und sterilfiltriert. Die Antibiotika wurden nach 
Bedarf den Medien nach dem Autoklavieren und dem anschließenden Abkühlen auf ca. 60°C 
beigefügt. Die Konzentrationen der Stammlösungen und deren Endkonzentrationen sind in Tabelle 6 
aufgeführt. 
 
Tabelle 6: Antibiotika und Zusätze 
 
Substanz  
(Stock) 
Endkonzentration  
(E. coli) 
Endkonzentration  
(B. subtilis) 
   
Ampicillin (100 mg/ml) 100 µg/ml
 
 
- 
Chloramphenicol (30 mg/ml) - 5 µg/ml 
Spectinomycin (100 mg/ml) - 
 
100 µg/ml 
Tetracyclin (5 mg/ml) - 
 
15 µg/ml 
Kanamycin (50 mg/ml) 100 µg/ml 10 µg/ml 
Zeocin (100 mg/ml) - 35 µg/ml 
Erythromycin - 1 µg/ml 
Anhydrotetracyclin (2 mg/ml) 0,2 µg/ml - 
 
4. Mikrobiologische Methoden 
4.1. Sterilisation 
Hitzeunempfindliche Lösungen und Medien wurden 20 Minuten bei 121°C und 1 bar Überdruck 
autoklaviert. Temperaturempfindliche Lösungen wurden sterilfiltriert (Sterilfilter mit 0,2 µm 
Porengröße, Carl Roth). Die Sterilisation von Glaswaren erfolgte über drei Stunden bei einer 
Temperatur von 180°C. 
 
4.2. Wachstumsbedingungen und Vermehrung von Bakterien 
Die Kultivierung von Bakterien erfolgte unter aeroben Bedingungen bei 37°C. Flüssigkulturen bis 
10 ml wurden in Reagenzgläsern auf einem Roller inkubiert, wohingegen größere Volumina in 
Erlenmeyerkolben im Wasserbad oder auf Luftschüttlern bei 220 Umdrehungen pro Minute (rpm) 
schüttelnd inkubiert wurden.  
Zur Vermehrung von B. subtilis unter iso- sowie hyperosmotischen Bedingungen wurden zunächst 
5 ml LB in einem Reagenzglas mit einer einzelnen Kolonie beimpft und über Tag bei 37°C inkubiert. 
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Mit dieser LB-Kultur wurde wiederum eine zweite Vorkultur, die diesmal aus SMM bestand (Volumen 
20 ml), inokuliert und über Nacht bei 37°C inkubiert. Mit dieser SMM-Vorkultur wurde schließlich die 
SMM-Hauptkultur (Volumen 20 ml) beimpft. Sämtliche Kulturen wurden auf eine OD578 von 0,1 
inokuliert. Zum Beimpfen wurden ausschließlich Vorkulturen verwendet, die eine OD578 von maximal 2 
besaßen. Damit konnte gewährleistet werden, dass sich die Zellen zu diesem Zeitpunkt in der 
exponentiellen Wachstumsphase befanden. Die NaCl-Konzentration der Hauptkultur wurde so 
eingestellt, dass nach der Inokulation mit der Vorkultur, die gewünschte Endosmolarität erreicht 
wurde. Festmedien wurden nach dem Erkalten mit einer sterilen Glaspipette beimpft. Die Inkubation 
erfolgte bei 37°C im Brutschrank. 
 
4.3. Ermittlung der Zelldichte 
Die Ermittlung der Zelldichte aller Bakterienkulturen erfolgte photometrisch (Ultrospec 2100 pro) bei 
einer Wellenlänge von 578 nm. Dabei wird angenommen, dass einer OD578 von 1 eine Zellzahl von 
etwa 1*109 Zellen pro 1 ml entspricht (190). Zellsuspensionen ab einer OD578 von 0,5 wurden zur 
Messung mit dem verwendeten Medium verdünnt. 
 
4.4. Bestimmung des Sporentiters 
Zur Bestimmung des Sporentiters wurden B. subtilis Zellen in DSM (244) kultiviert. Die Sporulation 
wurde nach dem Verbrauch der Nährstoff- und Energiequellen bei Eintritt in die stationäre Phase (T0) 
induziert.  
B. subtilis Vorkulturen wurden in SMM bei 37°C (220 rpm) inkubiert. Der eigentliche Versuch wurde in 
DSM durchgeführt. Dafür wurde die Hauptkultur auf eine OD578 von 0,1 angeimpft und bei 37°C 
(220 rpm) im Wasserbad inkubiert. Um den Wachstumsverlauf und somit den Eintritt in die Sporulation 
verfolgen zu können, wurden in regelmäßigen Abständen Proben entnommen und die OD578 verfolgt. 
Am folgenden Tag (ca. 24 Stunden nach Beginn der Sporulation) wurde 1 ml der Kultur entnommen. 
Zur Bestimmung der Lebendzellzahl wurden 0,5 ml der Probe adäquat verdünnt und anschließend auf 
LB-Agarplatten ausplattiert und bei 37°C über Nacht inkubiert. Zur Bestimmung des Sporentiters 
wurden die verbleibenden 0,5 ml zunächst 30 Minuten bei 80°C pasteurisiert und anschließend 
ebenfalls nach geeigneter Verdünnung auf LB-Agarplatten ausplattiert. Der Sporentiter wurde durch 
das Verhältnis der Koloniebildenden-Einheiten (KBE) der nicht-pasteurisierten Ansätze zu denen der 
pasteurisierten Ansätze berechnet. 
 
4.5. Analyse des Schwärmeverhaltens von B. subtilis  
Um die Motilität diverser B. subtilis Deletionsmutanten im Vergleich zum Wildtyp 168 zu analysieren, 
wurden SMM-Softagarplatten mit unterschiedlichen NaCl-Konzentrationen (0 M; 0,5 M; 0,7 M NaCl) 
hergestellt. Um das Schwimmverhalten von B. subtilis zu gewährleisten, betrug die Konzentration des 
Agars in diesen Platten nur 0,3 % (w/v). Für den Motilitätstest wurden die B. subtilis Stämme bis zur 
mittleren exponentiellen Wachstumsphase (OD578 0,5-1) in SMM inkubiert und anschließend in die 
Mitte einer Agarplatte gespottet (5 µl Kultur). Die Inkubation der Schwärmeplatten erfolgte bei 37°C. 
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Die Dauer der Inkubation richtete sich dabei nach der NaCl-Konzentration der Softagarplatten und 
dauerte bei der höchsten NaCl-Konzentration (0,7 M NaCl) drei Tage (265). 
 
4.6. Biofilm-Assay 
Um das Biofilm-Verhalten verschiedener B. subtilis Stämme zu untersuchen, wurde eine 5 ml LB-
Kultur mit einer Einzelkolonie angeimpft und über Nacht bei 37°C inkubiert. Ein Volumen von 5-10 µl 
dieser Kulturen wurde auf eine MSgg-Agarplatten (187) getropft. Die Inkubation erfolgte über drei bis 
fünf Tage bei 30°C. Die Biofilm-Formation ist an den charakteristischen, strukturierten bzw. 
lammellenartigen Oberflächen der Kolonien zu erkennen (167). Neben der Analyse der Biofilm-
Architektur auf Festmedium ist es ebenfalls möglich die Biofilm-Formation in Flüssigmedium zu 
beobachten. Dafür wurden 10 ml des MSgg-Flüssigmediums (187) in 6-well Kulturgefäße gefüllt und 
im Anschluss ebenfalls mit 10 µl einer LB-Übernachtkultur inokuliert. Die Inkubation erfolgte ebenfalls 
bei 30°C für mindestens drei Tage. Die sogenannten Pellicle bilden sich an der Grenzfläche zwischen 
Medium und Luft (27, 167).  
 
5. Molekularbiologische und genetische Methoden 
5.1. Präparation von Nukleinsäuren 
5.1.1. Präparation chromosomaler DNA aus B. subtilis 
Die Präparation chromosomaler DNA aus B. subtilis erfolgte nach dem Protokoll von Marmur (184). 
Die chromosomale DNA wurde dafür aus 5 ml einer B. subtilis Kultur präpariert, die zuvor mit einer 
Einzelkolonie angeimpft wurde. Die Inkubation erfolgte über fünf Stunden bei 37°C. Die genomische 
DNA wurde in 0,1-0,5 ml dH2O gelöst und bei 4°C aufbewahrt. 
 
5.1.2. Präparation von Plasmid-DNA 
Für eine Plasmidpräparation im kleinen Maßstab wurde Plasmid-DNA mit dem GeneJET™ Plasmid 
Miniprep Kit der Firma Fermentas Life Sciences (St. Leon-Rot, D) präpariert. Für die Isolation von 
Plasmid-DNA in höheren Konzentrationen erfolgte die Präparation nach dem Herstellerprotokoll über 
die QIAGEN-Säulen (Tip 100) mit dem Plasmid Midi Kit von QIAGEN (Hilden, D). 
 
5.1.3. Präparation von Gesamt-RNA aus B. subtilis 
B. subtilis Kulturen wurden in SMM bis zu einer OD578 von 0,8 bis 1 inkubiert. Im Anschluss daran 
wurden 20 ml dieser Kulturen mit 20 ml und 4°C kaltem „Killingpuffer“ (20 mM Tris-HCl pH 7,5; 5 mM 
MgCl2; 20 mM NaN3; mit DEPC-Wasser (1 %) auf 1l aufgefüllt) versetzt und zur Ernte bei 5.000 rpm 
und 4°C zentrifugiert (104). Das dadurch entstandene Zellpellet wurde bei -20°C aufbewahrt. Die 
Präparation der Gesamt-RNA aus B. subtilis wurde nach Herstellerangaben, mit Hilfe des High Pure 
RNA Isolation Kit der Firma Roche (Mannheim) durchgeführt. Die Konzentrationsbestimmung der 
präparierten RNA (Eluat 30 µl) erfolgte photometrisch (A260). Die Qualität der gereinigten RNA wurde 
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anschließend überprüft (Agarosegelelektrophorese) und bis zur weiteren Verwendung bei -80°C 
gelagert. 
 
5.2. PCR zur Amplifikation von DNA-Fragmenten 
Zur Amplifikation von DNA-Fragmenten wurde die PCR (Polymerase Chain Reaction)-Technik nach 
Standardprotokollen in einem T3 Thermocycler (Biometra, Göttingen, D) durchgeführt. Als 
Polymerasen dienten die Enzyme Phusion (Finnzyme, Espoo, FIN) und Velocity (Bioline, 
Luckenwalde, D). Die Reaktionsansätze (Gesamtvolumen: 50 µl) sowie die entsprechenden 
Thermoprofile wurden den Herstellervorgaben angepasst. Chromosomale DNA wurde in einer 
Konzentration von 100 ng als Template eingesetzt. Die für die PCR verwendeten Oligonukleotide sind 
in Tabelle 10 im Anhang aufgeführt. 
 
5.3. Konstruktion einer Deletions-Insertions-Mutante über ein PCR-Konstrukt 
Die PCR vermittelte Generation von Gendeletionen erfolgte nach der Methode von Kuwayama et al. 
(158). Dafür wurden zunächst drei unabhängige Amplifikationsreaktionen durchgeführt. Zum einen die 
Amplifikation der 5’- (P1 und P2) bzw. 3’-Region (P3 und P4) des zu deletierenden Zielgens sowie 
zum anderen die Vervielfältigung einer Antibiotika-Resistenzkassette (P5 und P6) (Abbildung 7). Im 
Anschluss daran fand eine weitere PCR statt, in der die einzelnen Fragmente miteinander fusioniert 
wurden (P1 und P4). Die Fusion der 5‘ Flanke des Zielgens, der Antibiotika-Resistenzkassette sowie 
der 3‘ Flanke des Zielgens basierte auf den komplementären und überlappenden Enden der 
verwendeten Oligonukleotide (Abbildung 7; Tabelle 10). Anschließend wurde B. subtilis mit dem 
Fusionskonstrukt transformiert. Der stabile Einbau des Konstrukts ins Chromosom wird durch 
homologe Rekombination, durch die komplementären Bereiche der 5‘ und 3‘ Flanke des Zielgens 
hervorgerufen. Die Deletion des Zielgens geht somit mit der Insertion einer Antibiotika-
Resistenzkassette einher. Die Transformanten wurden auf Agarplatten, bezogen auf die spezifischen 
Antibiotikaresistenzen, selektiert. Zur Überprüfung der exakten Integration der Antibiotika-
Resistenzkassetten ins Genom von B. subtilis wurde zunächst die chromosomale DNA der Stämme 
isoliert. Im Anschluss daran wurden die entsprechenden DNA-Bereiche von chromosomaler Wildtyp-
DNA sowie der DNA der isolierenden Mutanten via PCR (P1 und P4) amplifiziert und miteinander 
verglichen.  
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Abb. 7: PCR vermittelte Generation von Gendeletionen.  
Schematische Darstellung zur Konstruktion einer Gendeletion in B. subtilis. Die Lage der verschieden Primer (P1-
P6), die zur Amplifikation der 5‘ Flanke, 3‘ Flanke sowie der Antibiotika-Kassette (AB-Kassette) benötigt werden 
sind gekennzeichnet (158). 
 
5.4. DNA-Restriktion 
Zum Verdau von Plasmid-DNA sowie von PCR-Amplifikaten, wurden Ansätze von einem 
Gesamtvolumen von 20-50 µl mit 0,1-1 µg DNA verwendet. Die verwendeten 
Restriktionsendonukleasen wurden von der Firma Fermentas (Fermentas Life Sciences, St. Leon-Rot, 
D) bezogen. Die eingesetzten Enzymmengen sowie die dazugehörigen Puffer und Inkubationszeiten 
entsprachen dabei den Angaben des Herstellers. Die Kontrolle der DNA-Restriktion erfolgte 
anschließend über Agarosegelelektrophorese. 
 
5.5. Agarosegelelektrophorese 
Die Auftrennung von DNA-Fragmenten nach ihrer Größe erfolgte über ein 1 %iges Agarosegel in TAE-
Laufpuffer (241). Große Gele (14 cm) liefen bei 120 V für etwa eine Stunde, kleine Gele (7 cm) 
hingegen bei 90 V und ebenfalls einer Stunde. Als Größenstandard diente der MassRuler™ DNA 
Ladder Mix (Fermentas Life Sciences, St. Leon-Rot, D). Nach der Auftrennung wurden die Gele in 
einer Ethidiumbromidlösung (1 µg/ml) für ca. 15 Minuten gefärbt und unter UV-Licht mit einer 
Wellenlänge von 302 nm mit einer Video-Dokumentationsanlage (INTAS, Göttingen, D) fotografiert. 
 
5.6. Reinigung von DNA 
Die Reinigung bzw. Konzentration von DNA erfolgte nach dem Protokoll von Sambrook et al. (241) zur 
DNA-Fällung. Die DNA wurde dabei durch die Zugabe von Ethanol und Natriumacetat präzipitiert.  
 
5.7. Ligation 
Zur Konstruktion diverser Vektoren (Tabelle 4) wurde folgendes Protokoll zur Ligation von homologen 
Restriktionsenden angewandt: Ligationen erfolgten mit etwa 20-40 ng Vektor-DNA und einem drei- bis 
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fünffachen molaren Überschuss des zu inserierenden DNA-Fragments, wobei Vektor- und Insert-DNA 
zuvor mit den entsprechenden Restriktionsendonukleasen geschnitten und anschließend gereinigt 
worden waren. Die Ligationen verliefen in einem Reaktionsvolumen von insgesamt 50 µl nach 
Vorschrift der Firma USB Corporation (Cleveland, USA). Die Inkubation erfolgte über 16 Stunden bei 
16°C im Wasserbad. 
 
5.8. Transformation 
5.8.1. Transformation von E. coli 
Zur Transformation von Plasmid-DNA (0,1-1 µg) in kompetente E. coli Stämme wurden zwei 
unterschiedliche Methoden verwendet. Zum einen wurde Plasmid-DNA mittels Elektroporation (Gene-
Pulser™, Bio Rad) gemäß Herstellerangaben („Bacterial electrotransformation and pulse controler 
instruction manual, Version 1.0“) in elektrokompetente E. coli Stämme (DH5α und Arctic Express 
(DE3) RIL) transformiert. Die Transformation von Plasmid-DNA in chemisch kompetente XL 10 – Gold 
Zellen, welche im Zusammenhang mit der zielgerichteten Mutagenese (QuickChange II XL Site-
Directed Mutagenesis Kit) verwendet wurden, wurden nach Angaben des Herstellers durchgeführt 
(Agilent Technologies, La Jolla, USA). 
 
5.8.2. Transformation von B. subtilis 
Die Transformation von B. subtilis erfolgte nach der „Zwei-Schritt-Methode“ (143). Dabei wird die 
natürliche Kompetenz von B. subtilis ausgenutzt, die bei Eintritt in die stationäre Phase (62) auftritt. 
Die Konzentration der für die Transformation eingesetzten DNA betrug 0,1-10 µg. Dabei zeigte sich, 
dass die Transformationseffizienz anstieg, je höher die DNA-Konzentration und der Reinheitsgrad der 
Nukleinsäure waren. Transformanten wurden auf LB-Agarplatten, die mit den entsprechenden 
Antibiotika versetzt waren, selektiert.  
 
5.9. Bestimmung der Konzentration von Nukleinsäuren 
Die Konzentrationsbestimmung von DNA als auch von RNA erfolgte photometrisch mit Hilfe eines 
UV/VIS-Spektralphotometers (NanoDrop® ND-10.000, PeqLab, Erlangen, D) bei einer Wellenlänge 
von 260 nm. Dabei wird angenommen, dass eine OD 1 bei 260 nm (E260) ca. 50 µg/ml an 
doppelsträngiger-DNA, 37 µg/ml an einzelsträngiger-DNA oder ca. 40 µg/ml an RNA entspricht (241). 
 
5.10. DNA-Sequenzierung 
DNA-Sequenzanalysen wurden bei Eurofins MWG Operon (DNA Sequenzing Service, Ebersberg, D) 
durchgeführt. Eine Analyse der erhaltenen DNA-Sequenz erfolgte anschließend mit Hilfe des 
Programms Vector NTI (Advance 10, Invitrogen Karlsruhe, D). Im Falle der Primer-Extension-Analyse 
wurde die Sequenzierung nach der Dideoxy-Kettenabbruchmethode nach Sanger (242) mit Hilfe des 
Plasmids pKF16 vorgenommen. Dafür wurde das CycleReader Auto DNA Sequencing Kit (Fermentas, 
St. Leon-Rot, D) verwendet und mit einem Li-Cor DNA Sequencer (Modell 4.000; Eurofins MWG, 
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Ebersberg, D) analysiert. Die verwendeten Oligonukleotide (Tabelle 10) wurden am 5‘-Ende mit einem 
Fluoreszenzfarbstoff (DY-781) markiert (Biomers, Ulm, D). 
 
5.11. Promotor-Mapping via Primer-Extension-Analyse 
Zur Bestimmung des Transkriptionsstartpunktes wurde die Primer-Extension-Analyse angewandt. 
Dafür wurde zunächst die Gesamt-RNA aus B. subtilis präpariert und diese anschließend mittels 
Reverser Transkription durch die Anlagerung eines yqiH spezifischen fluoreszenzmarkierten 
Oligonukleotid (DY-781) (Tabelle 10) in cDNA umgeschrieben. Das Primer-Extension Produkt spiegelt 
dabei die Länge (bp) des markierten Oligonukleotid und dem 5‘ Ende der spezifischen mRNA wider. 
Folglich wurde das Plasmid pKF16 sequenziert, wobei durch den Vergleich der cDNA mit der 
Sequenzreaktion das 5‘-Ende der yqiHIK spezifischen mRNA bestimmt werden konnte. In die Primer-
Extension Reaktion wurden 10 µg gereinigte Gesamt-RNA eingesetzt. Diese wurde zuvor entweder 
aus B. subtilis Kulturen isoliert, die ohne die Zugabe von NaCl gewachsen waren (SMM; DSM) oder 
Kulturen, deren Osmolarität erhöht worden war (SMM-1,2 M NaCl). Die eigentliche Reaktion wurde 
nach Herstellerangaben mit Hilfe des Primer Extension System-AMV Reverse Transcriptase Kits 
(Promega, Madison, USA) durchgeführt. Die Primer-Konzentration, die in den Assay eingesetzt wurde, 
betrug 10 pmol. 
 
5.12. Zielgerichtete Mutagenese 
Zur Einführung von diversen Punktmutationen in der yqiHIK Promotorregion von B. subtilis wurde das 
QuickChange II XL Site-Directed Mutagenesis Kit (Agilent Technologies, La Jolla, USA) nach 
Angaben des Herstellers verwendet. Zunächst wurden dafür spezifische Oligonukleotide generiert, die 
die gewünschten Punktmutationen beinhalteten. Durch die Anlagerung dieser Oligonukleotide an 
doppelsträngige Plasmid-DNA wird die Einbringung der Zielmutation in vitro gewährleistet. Als 
Template wurden die Plasmide pKF13 sowie pKF18 (Tabelle 4, 7) eingesetzt, die ein 300 bp langes 
DNA-Fragment der yqiHIK Promotorregion an ein treA-Reportergen fusioniert tragen. Das Plasmid 
pKF13 beinhaltete dabei die ursprüngliche yqiHIK Promotorsequenz, wohingegen im Falle des 
Plasmides pKF18 bereits eine Mutation in der -35 Region des yqiHIK Promotors vorhanden war 
(Tabelle 7). Die Konzentration der Plasmid-DNA betrug in beiden Fällen 20 ng. Die zur Einbringung 
der diversen Punktmutationen notwendigen Oligonukleotide sind Tabelle 10 zu entnehmen. Nach 
erfolgreicher Transformation der mutagenisierten Plasmid-DNA in chemisch kompetente XL 10 – Gold 
Zellen wurde erneut Plasmid-DNA von positiv selektionierten Transformanten isoliert und die 
Anwesenheit der gewünschten Mutation durch eine DNA-Sequenzierung überprüft. Anschließend 
wurde B. subtilis mit den daraus entstandenen Plasmiden (Tabelle 4, 7) transformiert, wodurch sich 
diese über die homologen Bereiche des amyE Genlokus stabil ins Genom integrieren konnten. Die 
daraus resultierenden Stämme sind Tabelle 3 zu entnehmen. 
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6. Konstruktion von Plasmiden und Bakterienstämmen 
In Tabelle 4 im Kapitel Material und Methoden sind die Plasmide aufgelistet, die im Verlauf dieser 
Arbeit konstruiert wurden. Diesen Plasmiden liegen vier verschiedene Ausgangsvektoren zugrunde. 
Diese werden im Folgenden beschrieben sowie schematisch dargestellt. Mit Hilfe dieser Plasmide 
wurden wiederum zahlreiche B. subtilis Stämme (Tabelle 3) konstruiert. Zur besseren 
Veranschaulichung befindet sich im Anhang eine Zusammenfassung (Tabelle 11) der Plasmide 
zusammen mit den korrespondierenden Stämmen. Diese Übersicht zeigt weiterhin, welche 
Oligonukleotide verwendet wurden, um das dazugehörige Plasmid zu konstruieren, sowie alle 
Erkennungssequenzen der Restriktionsenzyme, die den synthetisierten Oligonukleotiden angefügt 
worden waren. Durch Sequenzierungsreaktionen wurden alle konstruierten Plasmide überprüft.  
 
6.1. Konstruktion von Plasmiden 
6.1.1. Der Shuttlevektor pRB373 
Bei dem E. coli – B. subtilis Shuttlevektor pRB373 handelt es sich um ein Derivat des Vektors pRB273 
(34) (Abbildung 8). Mit Hilfe der Primer PpRB373_yqiH_for und PpRB373_yqiH_rev wurde ein 546 bp 
langes DNA-Fragment der yqiHIK Promotorregion von chromosomaler DNA des B. subtilis 168 
Wildtyp-Stammes amplifiziert. Dieses Amplifikat wurde nach der PCR mit dem Restriktionsenzym 
EcoRI geschnitten und im Anschluss daran über die EcoRI Schnittstelle in die „Multiple Cloning Site“ 
des Vektors pRB373 ligiert. Im weiteren Verlauf wurde der B. subtilis 168 Wildtyp-Stamm mit dem 
daraus resultierenden Vektor mit dem Namen pKF16 (Tabelle 4) transformiert. Positive 
Transformanten wurden auf LB-Kanamycin-Platten selektioniert. Dieser Stamm wurde verwendet um 
Gesamt-RNA aus B. subtilis zu isolieren, die wiederum für die Primer-Extension-Reaktion eingesetzt 
werden sollte. Durch das Vorhandensein des Plasmids wird die Konzentration der spezifischen yqiH-
mRNA in der Zelle erhöht.  
 
 
Abb. 8: Darstellung des Shuttlevektors pRB373.  
Schematisch dargestellt ist der Vektor pRB373 (34). Der Vektor trägt eine Ampicillin-Resistenzkassette (bla) als 
Selektionsmarker in E. coli sowie eine Kanamycin-Resistenzkassette (neo) für die Selektion in B. subtilis. Das 
Antibiotikum Bleomycin (ble) kann hingegen in beiden Organismen als Selektionsmarker verwendet werden. 
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6.1.2. Das Expressionsplasmid pASK-IBA5 plus 
Zur Konstruktion des Vektors pKF44 (Tabelle 3), unter Verwendung der Primer sinR_N_strep_for 
sowie sinR_N_strep_rev, wurde der vollständige Leserahmen des sinR Gens mittels PCR, von 
chromosomaler DNA des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 amplifiziert. Das daraus resultierende 
330 bp lange DNA-Fragment wurde durch die Restriktionsendonuklease BsaI geschnitten und 
wiederum in die BsaI-Schnittstelle des Expressionsplasmides pASK-IBA5 plus (Abbildung 9) ligiert. 
Dieses Plasmid wurde zuvor durch die gleiche Endonuklease linearisiert. In pKF44 unterliegt das sinR 
Gen der Kontrolle eines durch Anhydrotetracyclin induzierbaren Tetracyclin Promotors/Operators. Des 
Weiteren besitzt das rekombinante SinR Protein nach der Synthese einen N-terminalen Strep-TagII® 
und kann somit mittels Affinitätschromatographie gereinigt werden. 
 
 
Abb. 9: Schematische Darstellung des Expressionssystems pASK-IBA5 plus. 
Gezeigt ist der Vektor pASK-IBA5 plus. Das bla Gen, das für eine Ampicillin-Resistenz kodiert (Selektionsmarker 
in E. coli) ist grün markiert. Bei dem Promotor handelt es sich um einen tet-Promotor, dessen Induktion durch den 
Tet-Repressor gesteuert wird (blau). Zusätzlich gekennzeichnet ist der Strep-Tag II®, welcher N-terminal an das 
Zielgen angefügt wird. 
 
6.1.3. Der Vektor pJMB1 dient der Konstruktion von N-terminalen treA-Reportergenfusionen 
Der Vektor pJMB1 (M. Jebbar und E. Bremer, unveröffentlichte Daten) ist ein Derivat des Vektors 
pMD476 (246) und ermöglicht die Herstellung einer treA-Reportergenfusion in B. subtilis 
(Abbildung 10). Das treA Gen kodiert in B. subtilis für eine salztolerante Phospho-α-(1,1)-Glukosidase 
(TreA) (91, 109) und wird aufgrund dieser Eigenschaft bevorzugt in B. subtilis zu Reportergenstudien 
von osmotisch induzierbaren Genen eingesetzt. Diverse Fragmente unterschiedlicher Länge 
(Tabelle 3), die die yqiHIK Promotorregion beinhalteten, wurden von chromosomaler DNA des 
B. subtilis 168 Wildtyp-Stammes mittels PCR amplifiziert. Sowohl die PCR-Amplifikate, als auch der 
Vektor pJMB1, wurden mit den Restriktionsendonukleasen SmaI und BamHI verdaut und 
anschließend miteinander ligiert. Der Vektor pJMB1 besitzt als zusätzliche Besonderheit zwei 
Sequenzbereiche, die homolog zu dem amyE Genlokus aus B. subtilis sind. Das amyE Gen kodiert in 
B. subtilis für die α-Amylase (270) und ist nicht essentiell. 
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Abb. 10: Das treA-Reportergenplasmid pJMB1.  
Schematisch dargestellt ist der Vektor pJMB1 (M. Jebbar und E. Bremer, unveröffentlichte Daten). In grün 
markiert sind die beiden Gene bla und cat, die für eine Ampicillin- bzw. Chloramphenicol-Resistenzkassette 
kodieren. Diese dienen der Selektion in E. coli bzw. B. subtilis. In blau gekennzeichnet sind die homologen 
Sequenzbereiche des amyE Gens (amyE front/back). Zusätzlich ist die Lage der relevanten 
Restriktionsschnittstellen (SmaI, BamHI sowie XhoI) gezeigt. 
 
6.1.4. Das Plasmid pGP382 
Der Vektor pGP382 ist ein Expressionsplasmid (Abbildung 11), welches die Synthese von 
rekombinanten Proteinen ermöglicht, die eine C-terminale Strep-Tag Fusion besitzen (114). Das Gen 
von Interesse ist in diesem Fall unter der Kontrolle des konstitutiven degQ36 Promotors aus B. subtilis. 
Aufgrund dieser transkriptionellen Regulation und der Stärke des degQ36 Promotors, wurde dieser 
Vektor zur Komplementation der yqiHIK Deletionsmutante KFB8 eingesetzt. Dafür wurde unter 
Verwendung der Primer Pkomp_pGP382_yqiI_for sowie Pkomp_pGP382_yqiI_rev (Tabelle 10), ein 
719 bp großes Fragment von chromosomaler DNA des B. subtilis 168 Wildtyp-Stammes amplifiziert. 
Dieses Fragment beinhaltete den gesamten Leserahmen des yqiI Gens aus B. subtilis sowie die 
dazugehörige Ribosomenbindestelle. Durch das Vorhandensein des yqiI eigenen Stopp-Codons wird 
eine C-terminale Strep-Tag Fusion verhindert. Das Amplifikat sowie der Vektor pGP382 wurden mit 
den Restriktionsenzymen HindIII und BamHI geschnitten und anschließend miteinander ligiert. Das 
daraus entstandene Plasmid wurde pKF51 und der korrespondierende Stamm KFB8 (pKF51) 
benannt. Dieses Plasmid ist nicht in der Lage, sich ins Genom von B. subtilis zu integrieren. Daher 
wurde durch die Zugabe von Erythromycin ein permanenter Selektionsdruck auf die Anwesenheit von 
pKF51 in den entsprechenden B. subtilis Stämmen aufrechterhalten. 
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Abb. 11: Das Expressions-Plasmid pGP382. 
Schematisch abgebildet ist der Vektor pGP382 (114). In rot markiert sind die beiden Gene bla und ery, die für 
eine Ampicillin- und Erythromycin-Resistenzkassette kodieren. Diese dienen der Selektion in E. coli bzw. 
B. subtilis. Zusätzlich gekennzeichnet ist die „Multiple-Cloning-Site“. 
 
6.2. Konstruktion von B. subtilis Stämmen 
6.2.1. Konstruktion der verschiedenen Deletion-Insertion-Mutanten 
Zur Untersuchung der physiologischen Rolle des salzinduzierten Operons yqiHIK aus B. subtilis, 
wurde bereits im Rahmen meiner Masterarbeit eine yqiHIK Deletionsmutante konstruiert (75). Im 
Rahmen dieser Arbeit wurden vier weitere Deletionen von Genen vorgenommen, die für homologe 
Zellwandhydrolasen kodieren (lytC, yrvJ, cwlC und cwlD). Darüber hinaus wurden diverse Doppel-, 
Tripel-, Quadrupel- sowie eine Quintupel-Mutante konstruiert (Tabelle 3). Die Deletion der Gene 
erfolgte über die Insertion einer Antibiotika-Resistenzkassette nach der Methode von Kuwayama et al. 
(158). Die mittels PCR amplifizierten Konstrukte (Abbildung 7) wurden durch doppelt homologe 
Rekombination in das Chromosom des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 am ursprünglichen Genort 
inseriert. Die Rekombinanten wurden über spezifische Antibiotika-Agarplatten (siehe Resistenzen) 
selektioniert. Die Kombination der einzelnen Gendeletionen erfolgte über die Transformation von 
Einzel-Mutanten mit chromosomaler DNA einer anderen B. subtilis Einzel-Mutante (siehe Abschnitt 
5.8.2 Transformation von B. subtilis). Die daraus resultierende Doppel-Mutante wurde ebenfalls mit 
chromosomaler DNA einer weiteren Einzel-Mutante transformiert. Mit Hilfe dieses Verfahrens wurde 
schließlich die Quintupel-Mutante erzeugt. Sämtliche daraus entstanden B. subtilis Deletionsmutanten 
wurden durch eine PCR-Reaktion auf die korrekte Lokalisation der Antibiotika-Resistenzkassetten im 
B. subtilis Genom hin überprüft und sind in Tabelle 3 beschrieben. 
 
6.2.2. Konstruktion der yqiH-Reportergen-Fusionsstämme 
Die Konstruktion der diversen treA-Reportergenstämme (Tabelle 3) basiert auf der Integration des 
Plasmides pJMB1 (M. Jebbar und E. Bremer, unveröffentlichte Daten) ins Genom von B. subtilis über 
den amyE Genlokus. Dafür wurden zunächst alle konstruierten pJMB1 Derivate (Tabelle 4) mit Hilfe 
der Restriktionsendonuklease XhoI (Abbildung 10) linearisiert und im Anschluss daran benutzt um 
B. subtilis zu transformieren. Der Empfängerstamm besaß eine chromosomale treA Gendeletion, 
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damit die gemessene TreA-Aktivität allein der Promotoraktivität des Fusionskonstruktes zugeordnet 
werden konnte. Dafür wurden zwei verschiedene B. subtilis ∆treA Stämme verwendet (TSTB3 sowie 
JGB34) (Tabelle 3), die sich nur durch ihren Antibiotika-Selektionsmarker unterschieden. Durch 
homologe Sequenzbereiche zum amyE Lokus aus B. subtilis, konnte das linearisierte Plasmid über 
doppelt homologe Rekombination ins Genom des Akzeptorstammes inseriert werden. Die korrekte 
Insertion wurde schließlich über den AmyE Phänotyp auf Stärkeplatten mittels eines Iod-Testes 
bestimmt (54). Um den Einfluss diverser Regulatoren aus B. subtilis auf die yqiHIK Promotoraktivität 
zu testen, wurden die korrespondierenden Wildtyp-Fusionsstämme KFB15 bzw. KFB41 (Tabelle 3) mit 
chromosomaler DNA der jeweiligen Regulatormutanten (Tabelle 3) transformiert. Anschließend 
erfolgte die Selektion auf spezifische Antibiotika. Die daraus entstandenen Stämme sowie die 
korrespondierenden Plasmide sind den Tabellen 3, 4 und 11 zu entnehmen. 
 
7. Biochemische Methoden 
7.1. Bestimmung der TreA-Aktivität 
Die Expressionslevel der verschiedenen yqiH-treA Fusionen wurden durch die Messung der TreA- 
(Phospho-α-(1,1)-Glukosidase) Aktivität bestimmt (91). Dafür wurde das chromogene Substrat pNPG 
(para-Nitrophenyl-α-Glucopyranosid) verwendet. Dieses Substrat kann mit Hilfe des TreA-Enzyms 
umgesetzt werden, wobei ein Reaktionsprodukt eine gelbe Färbung besitzt. Diese Färbung ist 
photometrisch bei einer Wellenlänge von 420 nm quantifizierbar und ein Maß für den Expressionslevel 
des jeweiligen yqiH-Fusionskonstruktes. 
Zur Bestimmung der TreA-Aktivität der verschiedenen Reporterstämme (Tabelle 3) wurden diese 
entweder in DSM, SMM oder SMM mit diversen NaCl-Konzentrationen bis zur mittleren exponentiellen 
Wachstumsphase (OD578 1-1,5) kultiviert und im Anschluss daran aliquotiert (1,8 ml). Die Proben 
wurden daraufhin pelletiert sowie in 0,5 ml Z-Puffer resuspendiert (190). Zur Hydrolyse der Zellwand 
wurde Lysozym verwendet (1 mg/ml). Nach 10-minütiger Inkubation (37°C) wurden Zelltrümmer durch 
Zentrifugation entfernt. Ein Volumen von 0,4 ml des Überstandes wurde anschließend für den 
eigentlichen TreA-Enzymtest verwendet (109). Jeder in dieser Arbeit gezeigten TreA-Assays wurde 
mit zwei technischen sowie zwei biologischen Parallelen durchgeführt. Dieser Versuchsansatz wurde 
darüber hinaus zweimalig wiederholt. Die hier dargestellten Daten zeigen exemplarisch einem 
Versuchsansatz, wobei somit die Standardabweichung aus vier Werten (zwei technischen sowie zwei 
biologischen Parallelen) ermittelt wurde. Die TreA-Aktivität wurde in [Units (mg Protein)-1] angegeben 
und ist somit äquivalent zum β-Galaktosidase-Enzymassay (190). 
 
7.2. Produktion und Reinigung von rekombinanten Proteinen 
7.2.1. Heterologe Überexpression in E. coli 
Die heterologe Produktion der Proteine YqiI sowie SinR aus B. subtilis erfolgte in E. coli Arctic Express 
(DE3) RIL Zellen. Der yqiI Leserahmen liegt auf dem Vektor pKF11 (75), einem pASK-IBA3 plus (IBA, 
Göttingen, D) Derivat, vor. Bei dem Vektor pKF44 handelt es sich hingegen um ein pASK-IBA5 plus 
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(IBA, Göttingen, D) Derivat, welches das sinR Gen trägt. Die Gene unterliegen der Kontrolle eines 
Anhydrotetracyclin induzierbaren Promotors. Darüber hinaus ermöglichen die Vektoren durch die 
Fusion eines Strep-Tags (284) an die synthetisierten Proteine, eine Reinigung mittels 
Affinitätschromatographie, basierend auf der Bindung der Fusionsproteine an ein spezifisches 
Säulenmaterial.  
Für die heterologe Produktion der Proteine YqiI und SinR wurde der Arctic Express (DE3) RIL Stamm 
mit den Vektoren pKF11 und pKF44 transformiert und über Nacht auf LB-Ampicillin Agarplatten 
selektioniert. Mit Hilfe dieser Transformanten wurde eine Vorkultur beimpft. Für die Expression wurde 
das Medium MMA mit Ampicillin verwendet. Das Volumen der Vorkultur betrug 250 ml, die Inkubation 
erfolgte bei 220 rpm und einer Temperatur von 37°C über Nacht. Das Beimpfen der Hauptkultur 
(Volumen 1l) auf eine OD578 von 0,1 erfolgte mit Hilfe der Vorkultur. Nach dem Erreichen einer OD578 
von 0,5-0,7 wurde die Kultur auf 18°C abgekühlt. Nach Erreichen dieser Temperatur wurde die 
heterologe Expression von yqiI sowie sinR durch die Zugabe von Anhydrotetracyclin 
(Endkonzentration: 0,2 µg/ml) ins Medium induziert. Die weitere Inkubation der Kultur erfolgte bei 
18°C und 220 rpm für weitere 12 Stunden. Anschließend wurden die Zellen durch Zentrifugation (4°C, 
5.000 rpm) geerntet und das dadurch gewonnene Zellpellet konnte bis zur weiteren Verwendung bei  
–20°C gelagert werden. Zur Überprüfung, ob die Induktion und somit die Produktion der 
rekombinanten Proteine erfolgreich war, wurden vor Induktion sowie direkt vor der Ernte, Proben 
entnommen. Die Analyse der Aliquots erfolgte unter Berücksichtigung der OD578 über eine SDS-
PAGE. 
 
7.2.2. Reinigung der Proteine YqiI und SinR via Strep-Tag Affinitätschromatographie 
Nach der heterologen Produktion der Proteine YqiI und SinR wurden die gefrorenen Zellpellets 
zunächst in einem 1M Tris-HCl Puffer (pH 7,5) resuspendiert. Das YqiI Protein verblieb aufgrund der 
fehlenden Signalsequenz im Zytoplasma. Der zytoplasmatische Aufschluss der Zellen erfolgte mit 
Hilfe der French Press (French® Pressure Cell Press; American Instrument Company, Silver Spring, 
USA). Zur vollständigen Lyse der Zellen wurde der Prozess viermalig durchgeführt. Das Zelllysat 
wurde im Anschluss daran mittels einer Ultrazentrifugation (60 min; 30.000 rpm; 4°C) von 
Zelltrümmern und Membrankomponenten getrennt. Der proteinhaltige Überstand wurde durch einen 
Loop auf eine Strep-Tactin-Sepharose Säule (IBA, Göttingen, D) aufgetragen. Die Reinigung erfolgte 
nach der Arbeitsanleitung „Strep-TagII®-System“ (IBA, Göttingen, D) und ist durch Pittelkow et al. 
(229) detailliert beschrieben worden. Der pH-Wert des Elutionspuffers betrug 7,5. Bei der für die 
Proteinreinigung verwendeten Anlage handelt es sich um eine ÄKTAbasic der Firma GE Healthcare 
Europe (München, D). Die Steuerung der Anlage erfolgte über die dazugehörige Unicorn-Software. 
Nach der Analyse der einzelnen Fraktionen wurden diejenigen, mit der höchsten Proteinkonzentration 
durch Zentrifugation über eine Membran mit Hilfe eines Zentrikons (Vivaspin 6; Volumen 6 ml; 
Sartorius AG, Göttingen, D) ankonzentriert. Die Ausschlussgröße der Membran lag bei 10 kDa.  
Die Analyse des Proteingehalts sowie des Reinheitsgrades der einzelnen Proteinfraktionen erfolgte 
photometrisch mit dem UV/VIS-Spektralphotometer (NanoDrop® ND-10.000, PeqLab Biotechnologie, 
Erlangen, D) sowie durch eine SDS-PAGE. Die gereinigten Proteine wurden bei 4°C gelagert. 
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7.3. SDS-PAGE unter denaturierenden Bedingungen 
Die SDS-Gelelektrophorese (Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid) wurde zur Überprüfung der 
Produktion sowie zur Kontrolle der Reinigung der rekombinanten Proteine verwendet. Die SDS-PAGE 
wurde nach Standardprotokollen (159) ausgeführt, wobei die Gel-Läufe in Elektrophorese-Kammern 
von Bio-Rad durchgeführt worden sind. Als Standard, zur Bestimmung der Molekulargewichte der 
aufgetrennten Proteine, wurde der Page Ruler Prestained Protein Marker (Fermentas Life Science, 
St. Leon-Rot, D) verwendet (14-70 kDa). Die SDS-PAGE (15 %ige Mini-Gele) wurden anschließend in 
einer aus 0,25 % (w/v) CoomassieTM Brilliant Blue G250 (Merck, Darmstadt, D), 50 % (v/v) 
Isopropanol und 5 % (v/v) Essigsäure bestehenden Lösung gefärbt. Der Entfärber setzte sich aus 
70 % (w/v) Isopropanol, 5 % Eisessig und 45 % destilliertem Wasser zusammen und die Entfärbung 
erfolgte über Nacht auf dem Schüttler. 
 
7.4. Zymogramme – Zur Analyse von Zellwandhydrolasen 
Bei der Zymographie handelt es sich um ein Verfahren zur Analyse der proteolytischen Aktivität von 
Proteasen mittels einer SDS-PAGE (79, 144). Dabei wird abhängig vom Typ der Protease ein 
spezifisches Substrat bei der Herstellung des Gels zugefügt, was der Protease schließlich als in situ 
Substrat zur Verfügung steht. Im Falle von Zellwandhydrolasen wird das Polyacrylamidgel mit 
gereinigter Zellwand supplementiert. Zunächst werden die Proteine unter nicht reduzierenden 
Bedingungen mittels einer SDS-PAGE aufgetrennt, was zur Folge hat, dass die Denaturierung 
ausschließlich durch SDS erfolgt somit ohne die Zugabe von Reduktionsmitteln im Probenpuffer (DTT; 
Mercaptoethanol). Im nächsten Schritt wird das SDS mit dem Detergenz Triton X-100 aus dem Gel 
gewaschen, was der Renaturierung der Enzyme dient. Aktive Enzyme spalten das zuvor eingebettete 
Substrat an der Stelle des Gels, an dem sie sich nach der Auftrennung, bezogen auf das 
Molekulargewicht des Proteins, befinden. Das Polyacrylamidgel wird in einem letzten Schritt mit 
Methylen-Blau gefärbt und mit Hilfe von Wasser entfärbt. Die Zonen der Lyse entfärben sich deutlich 
schneller und sind als weiße Banden zu identifizieren. 
 
7.4.1. Präparation der Zellwand von B. subtilis 
Zur Präparation der Zellwand aus B. subtilis wurde einem Protokoll von Kawai et al. (134) gefolgt. 
Dafür wurde zunächst 1 Liter einer B. subtilis Kultur in SMM angezogen und bei einer OD578 von 0,8-
1,0 pelletiert (4°C, 5.000 rpm). Das Zellpellet wurde anschließend in ca. 1 ml „Killing Puffer“ (siehe 
5.1.3.) resuspendiert. Der mechanische Zellaufschluss erfolgte im Anschluss mittels einer Kugelmühle 
(2 Minuten, 2.600 rpm; B. Braun Biotech International, Melsungen, D). Das daraus resultierende 
Zellpuder wurde zunächst in ca. 4 ml auf 60°C vorgewärmten, 50 mM Tris-HCl Puffer (pH 7,0) 
resuspendiert und anschließend in 40 ml des genannten Puffers (4°C) überführt.  
Die eigentliche Präparation der Zellwand erfolgte, indem die Zellsuspension tropfenweise in 120 ml 
kochendes SDS (5 %) überführt wurde. Dabei wurde die SDS-Lösung mittels eines Magnetrührers 
ständig gerührt. Das tropfenweise Hinzufügen der Suspension ist notwendig, um endogene Autolysine 
möglichst schnell zu inaktivieren. Nach der Zugabe der Suspension wurde die Lösung für weitere 
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15 Minuten unter ständigem Rühren gekocht. Im Anschluss daran wurde die Lösung auf 
Raumtemperatur abgekühlt. Die Sedimentation der Zellwände erfolgte durch eine Zentrifugation bei 
48.000 x g für 20 Minuten. Zum Entfernen des SDS wurde das Pellet mehrfach mit destilliertem 
Wasser gewaschen und erneut zentrifugiert. Die so präparierte Zellwand wurde in ca. 100 µl 
destilliertem Wasser gelöst und bei -20°C gelagert.  
 
7.4.2. SDS PAGE unter nicht-reduzierenden Bedingungen 
Um eine mögliche hydrolytische Aktivität der putativen Amidase YqiI nachweisen zu können, wurde 
zunächst ein 15 %iges Polyacrylamidgel angefertigt, dem in einer Endkonzentration von 0,2 % 
präparierte B. subtilis Zellwand zugefügt wurde (163). Mit einer Konzentration von 8 µg wurde 
gereinigtes Protein mit 2x SDS-Probenpuffer (62,5 mM Tris-HCl (pH 6,8); 4 % (w/v) SDS; 17,4 % (w/v) 
Glycerin und 0,002 % (w/v) Bromphenolblau) versehen und für 2 Minuten bei 95°C inkubiert. Die 
Auftrennung erfolgte bei einer Stromstärke von 10 mA für ca. 3 Stunden. Zur Renaturierung wurde das 
Gel für 16 Stunden bei 37°C in 500 ml Renaturierungspuffer (25 mM Tris-HCl (pH 7,5); 1 % Triton X-
100 (v/v)) (85, 163) schwenkend inkubiert. Die Färbung des Gels erfolgte mit 0,1 % (w/v) Methylen 
Blau in 0,01 % (w/v) KOH (127).  
 
8. Radioaktive Bestimmung der intrazellulären Glycin-Betain und L-Carnitin Pools 
Zur Bestimmung der intrazellulären Glycin-Betain- sowie L-Carnitin-Pools wurde der B. subtilis 
Wildtyp-Stamm 168 in SMM mit 1,2 M NaCl sowie mit Glycin-Betain bzw. L-Carnitin bis zu einer OD578 
von 1,0-1,5 kultiviert. Die Endkonzentration der kompatiblen Solute im Wachstumsmedium betrug 
1mM und beinhaltete radioaktiv markierte Solute in den folgenden Konzentrationen: 0,64 µM [1-14C] 
Glycin-Betain bzw. 0,31 µM [1-14C] L-Carnitin. Die Bestimmung der intrazellulären Solut Konzentration 
erfolgte über die Quantifizierung der Szintillation wie durch Holtmann und Bremer (122) detailliert 
beschrieben wurde. Dabei gilt, dass eine OD578 von 1, einem gesamt Zellvolumen von 0,65 µl der 
B. subtilis Zellen in 1ml der Kultur entspricht (S. Moses, E. P. Bakker und E. Bremer, unveröffentlichte 
Daten). 
 
9. Mikroskopie  
Für die Phasenkontrast- und Fluoreszenzmikroskopie wurden die B. subtilis Zellen aus Flüssigkulturen 
auf sogenannten Agarpads immobilisiert. Dafür wurde der Objektträger mit einer 1 %igen 
Agaroseschicht benetzt. Bei dem verwendeten Mikroskop handelte es sich um Eclipse 50i (Nikon, 
Düsseldorf, D). Die Dokumentation erfolgte mit der am Mikroskop installierten Digitalkamara DS-5Mc 
(Nikon, Düsseldorf, D) bzw. der dazugehörigen Software NIS-Elements F 2,30. Die mikroskopischen 
Aufnahmen wurden zu Präsentations- sowie Publikations-Zwecken in Adobe Photoshop (Version 10) 
bearbeitet.  
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9.1. Phasenkontrastmikroskopie 
Die Phasenkontrast Aufnahmen wurden bei einer 1.000-fachen Vergrößerung (Okular 10x; Objektiv 
Plan Apo 100x/1,40 Oil Ph3 DM ∞/0,17 WD 0,13) vorgenommen. 
 
9.2. Fluoreszenzmikroskopie 
Zur Untersuchung der Lebensfähigkeit verschiedener B. subtilis Deletionsmutanten im Vergleich zum 
Wildtyp-Stamm 168 wurde das Live/Dead® BacLight™ Bacterial Viability Kit, nach Angaben des 
Herstellers verwendet. Dieses System basiert auf einem zweifarbigen Fluoreszenz-Assay, der Zellen 
bezogen auf ihre Lebensfähigkeit anfärbt. Bei den beiden Fluoreszenzfarbstoffen handelt es sich zum 
einen um SYTO 9, ein grün-fluoreszierender Farbstoff, sowie zum anderen um Propidiumiodid, der die 
Zellen rot-fluoreszierend erscheinen lässt. Diese Farbstoffe färben gleichermaßen die Nukleinsäuren 
an und werden in einem Gemisch verwendet. SYTO 9 ist in der Lage alle Zellen anzufärben, 
wohingegen Propidiumiodid nur Zellen penetrieren kann, die eine defekte Zellmembran aufweisen. 
Dadurch ist der rot-fluoreszierende Farbstoff in der Lage SYTO 9 zu verdrängen. Lebende Zellen, die 
eine intakte Zellmembran besitzen erscheinen somit grün, wohingegen absterbende Zellen, definiert 
durch eine beschädigte Zellmembran rot gefärbt sind. Die Fluoreszenzaufnahmen wurden unter 
Ausschluss des normalen Durchlichtes sowie durch den Gebrauch des entsprechendem Filterset (CF-
L Epi-Fl Filter Block GFP-L; Ex 460-500/DM505/BA510) ermöglicht. Das Anregungs- bzw. 
Emissionsmaxium der Farbstoffe lag bei 480/500 nm (SYTO 9) und 490/635 nm (Propidiumiodid). 
 
9.3. Rasterelektronenmikroskopie 
Die detaillierte Untersuchung der Zellmorphologie salzgestresster B. subtilis Zellen wurde mit Hilfe der 
Rasterelektronenmikroskopie vorgenommen. Die Aufnahmen wurden in Kooperation mit Laura Czech 
(Bachelorstudentin; AG Bremer) und Dr. Karl-Heinz Rexer (Mykologie; AG von Herrn Prof. Kost; 
Philipps Universität Marburg) durchgeführt.  
B. subtilis Kulturen wurden dafür in SMM mit sowie ohne die Zugabe von 1,2 M NaCl bis zur frühen 
exponentiellen Wachstumsphase (OD578 0,4-0,7) kultiviert. Die Zellen wurden im Anschluss daran auf 
einer Nylon Membran (Pall BioSupport, East Hills, USA) immobilisiert und sofort mit 1 % (v/v) 
Glutaraldehyd fixiert. Immobilisierte Zellen wurden anschließend mit Sörensen Puffer (100 ml KH2PO4 
(0,1 M); 900 ml NaHPO4 (0,1 M); (pH 7,8)) gewaschen und für zwei Stunden mit einer 1 %igen 
Osmiumtetraoxid Lösung nach fixiert. Nachdem die Zellen nochmals, dreimal mit Sörensen Puffer 
sowie destilliertem Wasser gewaschen worden waren, wurden diese durch die Verwendung von 
Ethylenglycolmonoethylether über Nacht dehydriert und in 100 % Aceton (v/v) überführt. Darauf folgte 
die Trocknung mit Hilfe der „Kritischen-Punkt-Methode“ unter einer CO2 Atmosphäre sowie die 
sofortige Beschichtung mit 150-250 Å Gold. Die B. subtilis Zellen wurden durch den Gebrauch eines 
Rasterelektronenmikroskops S-530 der Firma Hitachi visualisiert. Das Mikroskop wurde dafür mit 
25 kV betrieben.  
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V. ERGEBNISSE 
1. Die funktionelle, physiologische sowie regulatorische Analyse des salzinduzierten 
yqiHIK Operons aus B. subtilis 
Der Mikroorganismus B. subtilis kolonisiert in seinem natürlichen Habitat die oberen Bodenschichten 
(66). In dieser ökologischen Nische stellt die Verfügbarkeit von Wasser einen kritischen abiotischen 
Faktor dar. Die Kultivierung von B. subtilis unter hochosmolaren Stressbedingungen wird in vitro durch 
die Zugabe von NaCl in das Medium herbeigeführt. Dabei können die Na+- und Cl-- Ionen die 
Zytoplasmamembran nicht in großen Mengen passieren.  
Genom- sowie Proteom-Analysen des Transkriptionsprofils von B. subtilis Kulturen, die einer erhöhten 
Salinität ausgesetzt worden waren, offenbarten jedoch eine komplexe und mannigfaltige zelluläre 
Antwort auf diese Stresssituation (96, 123, 265). Die Identifikation von zahlreichen Genen bzw. 
Genprodukten, deren Funktion bis dato unbekannt ist, führt zu der Annahme, dass es neben der 
bereits bekannten Antwort auf hohe Salinitäten, noch weitere Facetten der Osmoregulation in 
B. subtilis gibt. 
 
1.1. Hochosmolare Bedingungen führen in B. subtilis zu Veränderungen der Morphologie 
Bei B. subtilis handelt es sich um ein halotolerantes Bakterium, das eine Erhöhung der externen 
Osmolarität bis zu einem bestimmten Grad dulden kann, sie aber nicht zum Wachsen benötigt. Dabei 
stellt die Zugabe von 1,2 M NaCl in das Kulturmedium eine starke Stresssituation für B. subtilis dar. 
Die Erhöhung der Osmolarität von moderat (340 mosmol kg Wasser-1) auf hoch (2.700 mosmol kg 
Wasser-1) spiegelt sich vor allem im Wachstumsverhalten von B. subtilis wider, was mit einer 
Verlängerung der lag-Phase in Antwort auf steigende Salinität einhergeht (21).  
Um mögliche Auswirkungen auf die Morphologie salzgestresster B. subtilis Wildtyp-Kulturen zu 
analysieren, wurden diese zunächst in SMM ohne die Zugabe von NaCl kultiviert. Mit Hilfe dieser 
Vorkultur wurde schließlich die Hauptkultur inokuliert. Dafür wurde SMM mit oder ohne der Zugabe 
von 1,2 M NaCl verwendet. Die Zellen wurden bei 37°C bis zur exponentiellen Wachstumsphase 
(OD578 1) kultiviert. Anschließend wurden Proben (5 µl) von der SMM-0 M NaCl als auch SMM-1,2 M 
NaCl B. subtilis Kultur entnommen und mit Hilfe der Phasenkontrastmikroskopie analysiert 
(Abbildung 12). Die Zellen wurden dafür zur Immobilisierung auf Agarpads (1 % (w/v)) aufgebracht.  
Die Wildtyp-Kulturen, die unter normalen physiologischen Bedingungen kultiviert worden waren, 
zeigten den charakteristischen stäbchenförmigen Phänotyp von B. subtilis (Abbildung 12 A). 
Überraschenderweise konnten jedoch starke morphologische Veränderungen von B. subtilis Zellen 
beobachtet werden, die unter hochosmolaren Bedingungen (1,2 M NaCl) kultiviert worden waren 
(Abbildung 12 B). Diese Zellen wirkten stark gekrümmt und wiesen zudem Verdickungen an den 
Zellpolen auf (Abbildung 12 B). 
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Abb. 12: Phasenkontrastmikroskopie des B. subtilis Wildtyp-Stammes.  
Gezeigt sind Phasenkontrast-Aufnahmen (1.000-fache Vergrößerung) des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 in 
SMM ohne die Zugabe von NaCl (A) sowie mit 1,2 M NaCl (B). Die OD578 der Kulturen betrug jeweils 1. Der 
Größenstandard entspricht 5 µm.  
 
Um diese morphologischen Veränderungen salzgestresster B. subtilis Wildtyp-Zellen genauer zu 
untersuchen, wurden rasterelektronenmikroskopische Bilder aufgenommen. Die Kultivierung des 
B. subtilis Wildtyp-Stammes erfolgte dabei analog zu der zuvor beschriebenen Vorgehensweise. Die 
Zellen wurden nach Erreichen der Ziel-OD (OD578 0,4-0,7) auf einer Nylon-Membran immobilisiert, 
durch Glutaraldehyd fixiert und mit Hilfe von Ethylenglycolmonoethylether dehydriert, sowie 
anschließend durch die „Kritische-Punkt-Methode“ getrocknet. Die rasterelektronenmikroskopischen 
Bilder sind in Abbildung 13 dargestellt. Betrachtet man zunächst die Aufnahmen der Zellen, die ohne 
Salzstress (0 M NaCl) kultiviert worden waren (Abbildung 13 A), war vor allem die Homogenität dieser 
Zellen auffällig, denn die Größe und Form dieser Zellen waren nahezu identisch. Im Gegensatz dazu 
steht die Morphologie der Zellen, die bei 1,2 M NaCl kultiviert worden waren. Wie zuvor auch schon 
bei den Phasenkontrastaufnahmen beobachtet werden konnte, waren Verdickungen an den Zellpolen 
vorzufinden (Abbildung 13 B, C). Darüber hinaus waren viele Zellen stark gewunden (Abbildung 13 
B, D). Größe und Dicke dieser Zellen variierte ebenfalls im Vergleich zu den Zellen, die unter 
normalen physiologischen Bedingungen kultiviert worden waren. 
 
A  B 
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Abb. 13: Rasterelektronenmikroskopie (REM) des B. subtilis Wildtyp-Stammes.  
Gezeigt sind REM-Aufnahmen des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 (OD578 0,4-0,7) in SMM ohne die Zugabe von 
NaCl (A) sowie mit 1,2 M NaCl (B, C, D). Die Bilder A und B wurden mit einer 8.000-fachen Vergrößerung 
aufgenommen; der Größenstandard entspricht 4 µm. Die Bilder C und D wurden hingegen mit einer 20.000-
fachen Vergrößerung aufgenommen; der Größenstandard entspricht 2 µm.  
 
Durch die mikroskopischen Untersuchungen konnte somit gezeigt werden, dass B. subtilis unter 
hochosmolaren Bedingungen starke Veränderungen an der Zellhülle vornimmt. Die Morphologie der 
Zellen zeichnet sich durch ein großes Maß an Heterogenität aus. Es bleibt zunächst die Frage offen, 
ob es sich dabei um einen aktiven oder vielmehr passiven Prozess handelt, der unwillkürlich nach 
Exposition von B. subtilis Zellen mit hohen NaCl-Konzentrationen auftritt. Diese morphologischen 
Umgestaltungen setzen jedoch eine Restrukturierung der Zellwand voraus. An diesem Prozess 
müssten wiederum zellwandmodifizierende Enzyme beteiligt sein. Dieses Phänomen deutet auf eine 
neue Facette der Adaptation von B. subtilis an hohe Salinitäten hin. Interessanterweise konnten in den 
zuvor erwähnten Transkriptom-Analysen salzinduzierte Gene identifiziert werden, deren Produkte dem 
Zellwandmetabolismus zugeordnet wurden (265). Ein Beispiel dafür sind die Gene yqiH sowie yqiI aus 
B. subtilis. 
 
1.2. Das yqiHIK Gencluster aus B. subtilis 
Eine Analyse des Transkriptionsprofils von B. subtilis unter hochosmolaren Bedingungen führte unter 
anderem zu der Identifikation der Gene yqiH sowie yqiI. Diese Gene zeigten in dem zugrunde 
liegenden DNA-Microarray, unter den getesteten Bedingungen (1,2 M NaCl), ein hohes 
Induktionsniveau (15- bzw. 7-fach) im Vergleich zu ungestressten Bedingungen (265). Eine 
Untersuchung der Gennachbarschaft (http://genodb.pasteur.fr/cgi-bin/WebObjects/GenoList) zeigte, 
dass die Gene yqiH und yqiI zusammen mit einem weiteren Gen yqiK in direkter Nachbarschaft auf 
dem B. subtilis Chromosom kodiert vorliegen (Abbildung 14 A). Die Expression des yqiK Transkriptes 
war bei 1,2 M NaCl ebenfalls leicht erhöht, wobei die osmotische Induktion nicht den Schwellenwert 
von drei erreichte, der für die Transkriptom-Analyse (265) festgelegt worden war.  
Datenbankanalysen zeigten, dass das Gen yqiH vermutlich für ein extrazelluläres Lipoprotein kodiert, 
welches mittels einer Lipidmodifikation in der Zytoplasmamembran verankert werden kann. Das 
Protein YqiI besitzt Sequenzähnlichkeit zu einer N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidase, einem 
sekretorischen Enzym, was der Gruppe der Autolysine zugeordnet wird (258, 280). Diese 
Zellwandhydrolasen spalten die Amidbindung zwischen dem L-Alanin sowie der  
N-Acetylmuraminsäure des Zuckerstranges (Abbildung 5). Das Protein YqiK besitzt wiederum 
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Homologien zu der Enzymklasse der Glycerophosphodiester Phosphodiesterasen. Diese Enzyme 
spielen eine wichtige Rolle im Lipidmetabolismus (160).  
Die Lage sowie die Orientierung des yqiHIK Genclusters suggeriert, dass es sich dabei um eine 
Transkriptionseinheit in B. subtilis handelt, die durch hohe Salinitäten induziert werden kann. Mit Hilfe 
der Methode des sogenannten „Operon-Mappings“ konnte das yqiHIK Gencluster als eine 
Expressionseinheit in B. subtilis identifiziert werden (Abbildung 14 B, C) (75). Die Methode beruht auf 
einer Reversen Transkriptionsreaktion, die mit Gesamt-RNA als Template durchgeführt wurde. Daraus 
ging die cDNA hervor, die als Template für die eigentliche Amplifizierungsreaktion verwendet wurde, 
wobei die gewählten Primer die intergenen Regionen der Ziel-Gene umspannten. Die genaue Lage 
der Primer, die für diesen Versuch verwendet wurden, sind der Abbildung 14 B zu entnehmen. Die 
yqiHIK polycistronische mRNA endet an einem Terminator, der in der 137 bp intergenen Region 
zwischen dem Gen yqiK sowie mmgA liegen muss. Das mmgA Gen liegt stromabwärts in der gleichen 
Orientierung zu dem yqiHIK Operon und kodiert für eine Acetyl-CoA Thiolase (233). In den kürzlich 
veröffentlichten „Tiling-Array“-Analysen des gesamten Transkriptoms von B. subtilis, von Nicolas et al. 
(205) konnte ein weiteres kürzeres Transkript identifiziert werden, dass stromaufwärts des Gens yqiK 
beginnt. Die Expression des Gens yqiK kann somit unter bestimmten physiologischen Bedingungen 
ebenfalls separat erfolgen. 
 
A 
 
B C 
 
Abb. 14: Struktur und genetische Organisation des yqiHIK Operon aus B. subtilis. 
(A) Schematische Darstellung des yqiHIK Genclusters. In direkter Nachbarschaft befinden sich die Gene yqiG 
(stromaufwärts) sowie mmgA (stromabwärts). Die Lage des Promotors sowie die des Terminators sind 
gekennzeichnet. (B) Lage und Orientierung der Primer P1-P4. (C) RT-PCR basierende Methode zur Bestimmung 
der Transkriptionseinheit yqiHIK. Die PCR-Amplifizierungsreaktion wurde auf verschiedenen Templates [cDNA, 
genomische DNA (Positiv-Kontrolle), RNA (Negativ-Kontrolle)] durchgeführt. 
 
Eine Gennachbarschaftsanalyse, die mit Hilfe des Webservers des Doe Joint Genomic Institute 
(http://img.jgi.doe.gov) durchgeführt wurde, zeigte, dass das yqiHIK Gencluster nur in drei weiteren 
nahe verwandten Organismen von B. subtilis vorkommt, nämlich Bacillus amyloliquefaciens, Bacillus 
atropheus sowie Bacillus licheniformis. 
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1.3. Bioinformatische Analyse der putativen Amidase YqiI aus B. subtilis 
Das Gen yqiI, welches aus 618 bp besteht, kodiert in B. subtilis für eine putative N-Acetylmuramyl-L-
Alanin Amidase. Das Prä-Protein setzt sich aus 206 Aminosäuren zusammen, die eine vorhergesagte 
molekulare Masse von ca. 22 kDa besitzen. Eine Analyse der Aminosäuresequenz mittels des 
SMART Webtools (168) zeigte, dass die Aminosäuren 1-23 für ein N-terminales Signalpeptid kodieren 
(Abbildung 15 A), was die Sekretion des Proteins über die Zytoplasmamembran ermöglicht. Die 
Translokation über die Membran basiert auf einem Sec-abhängigen Transport (273). Am C-Terminus 
des reifen Proteins befindet sich ein weiteres Sequenzmotiv, welches als die katalytische Amidase_3 
Domäne (Aminosäuren 67-178) identifiziert werden konnte (Abbildung 15 A). Diese Domäne ist 
charakteristisch für N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidasen und wurde nach der PFAM-Nomenklatur für 
Proteine benannt (PF015020) (230).  
Darüber hinaus existieren noch vier weitere homologe Proteine zu YqiI in B. subtilis. Bei diesen 
Proteinen handelt es sich zum einen um die Amidase LytC, die zusammen mit dem Protein LytD 95 % 
der autolytischen Aktivität während des vegetativen Wachstums ausmacht (157, 161, 292). Zum 
anderen handelt es sich um die Amidasen CwlC sowie CwlD, die eine wichtige Rolle während des 
Sporulations- bzw. Keimungsprozesses in B. subtilis spielen (191, 249). Des Weiteren stellt das 
Protein YrvJ ein zusätzliches Homolog zu YqiI dar, dessen Funktion bisher experimentell nicht 
bestimmt wurde. Die Sequenzidentitäten zu YqiI variieren dabei zwischen 12 % (YrvJ) und 32 % 
(CwlD). Allen Proteinen gemein ist das Vorhandensein der katalytisch wichtigen Amidase_3 Domäne 
(Abbildung 15 B). Vergleicht man die Sequenzidentitäten dieser Domäne, bezogen auf YqiI 
miteinander, variieren diese zwischen 33 % (CwlD) und 55 % (LytC). Ein Alignment dieser 
katalytischen Domäne ist in Abbildung 15 A dargestellt. Zusätzlich zu den fünf zueinander homologen 
Proteinen aus B. subtilis, wurde in dieses Alignment noch eine weitere Amidase aufgenommen. Bei 
diesem Enzym handelt es sich um die Zellwandhydrolase CwlV aus Paenibacillus polymyxa var. 
colistinus. Diese Amidase besitzt ebenfalls eine Amidase_3 Domäne (Abbildung 15 B) und darüber 
hinaus konnte die Funktionalität des Enzyms (256) bestätigt und die Kristallstruktur des CwlV1 
Proteins (PDB: 1JWQ) gelöst werden. In vorangegangen Studien wurden die folgenden Aminosäuren 
H-15, E-29, H-82 sowie E-148 als katalytisch essentiell identifiziert (74, 256). Diese wichtigen Reste 
sind in allen homologen Proteinen vorhanden (Abbildung 15 A).  
Mit Hilfe des kristallographischen Datensets (PDB: 1JWQ) konnte ein in silico Modell von YqiI erstellt 
werden, das auf der katalytischen Domäne des Templates CwlV1 beruht (Abbildung 15 C). Die 
Identifikation von CwlV1 als mögliches Template erfolgte mit Hilfe des SWISS-MODEL Servers (8), 
wobei die Aufbereitung der Bilder mit dem Programm PyMol (http://www.pymol.org/) vorgenommen 
wurde. Die vorhergesagte dreidimensionale Struktur von YqiI besteht aus fünf β-Faltblättern sowie aus 
fünf α-Helices. In diesem in silico Modell sind ebenfalls die katalytisch wichtigen Aminosäuren (H-15, 
E-29, H-82 sowie E-148) hervorgehoben. Die Aminosäuren H-15, E-29 sowie H-82 sind funktionell von 
großer Bedeutung, da sie in die Koordination eines einzelnen Zinkatoms, im aktiven Zentrum des 
Enzyms involviert sind (74, 256). Die Aminosäure E-148 ist nicht direkt an der Zinkbindung beteiligt, 
sondern übt vielmehr einen stabilisierenden Effekt auf diese Koordination des Ions aus.  
Der Aufbau von Zellwandhydrolasen besteht typischerweise aus zwei Domänen (74, 258, 280). 
Einerseits besitzen sie eine hydrolytisch aktive Domäne, die für die Spaltung der Zellwand an einer 
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charakteristischen Stelle des Peptidoglykans verantwortlich ist. Andererseits benötigen 
Zellwandhydrolasen eine Domäne, die der Verankerung an die Zellwand dient, um ihre hydrolytische 
Aktivität an ihrem Wirkungsort zu entfalten. Für diese Bindedomäne konnten zahlreiche 
Sequenzmotive identifiziert werden. Analysiert man den schematischen Aufbau der zu YqiI homologen 
Proteine, wie er in Abbildung 15 B dargestellt ist, ist zu erkennen, dass alle Enzyme mit Ausnahme 
des YqiI Proteins eine solche Zellwandbindedomäne besitzen. CwlD besitzt ebenfalls kein spezielles 
Sequenzmotiv, welches für die Bindung verantwortlich ist, sondern vielmehr hydrophobe Regionen am 
N-Terminus, die eine Wechselwirkung mit der Sporenmembran eingehen und somit der Verankerung 
an diese dienen. Vergleichbare hydrophobe Aminosäuren sind ebenfalls nicht in der Sequenz von YqiI 
vorzufinden. 
 
A 
 
 B  C 
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Abb. 15: In silico Analyse der putativen Amidase YqiI. 
(A) Aminosäuresequenz-Alignment der Proteine YqiI, LytC, CwlC und CwlD aus B. subtilis sowie CwlV1 aus 
P. polymyxa var. colistinus. Schwarze Boxen heben katalytisch essentielle Aminosäuren (H-15, E-29, H-82,  
E-148) hervor (74, 256). (B) Schematische Darstellung der Domain-Organisation folgender Proteine: YqiI, LytC, 
CwlC, CwlD CwlV. Rote Boxen repräsentieren das Vorhandensein einer Signal-Sequenz (Sec-Typ). Die 
katalytische Amidase 3 Domäne (Ami_3) ist in blau dargestellt (PF015020). Diverse Zellwandbindedomänen 
wurden mit schwarzen bzw. grauen Boxen gekennzeichnet: CWB_2 (PF04122), SPOR (PF05036), SH3b 
(SM00287), AMIN (PF11741). (C) In silico Modell der YqiI Struktur basierend auf dem Template CwlV1 von 
P. polymyxa var. colistinus (PDB: 1JWQ). Die Aminosäuren H-15, E-29, H-82 sowie E-148 sind dabei 
wahrscheinlich an der Koordination eines Zinkions im aktiven Zentrum des Proteins beteiligt (74, 256). 
 
Die bioinformatische Analyse legt dar, dass es sich bei YqiI um ein sekretorisches Protein handelt, 
was der Gruppe der N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidasen zugeordnet werden kann, von denen es in 
B. subtilis vier weitere Homologe gibt. Das Fehlen der charakteristischen Zellwandbindedomäne lässt 
die exakte zelluläre Lokalisation von YqiI vorerst offen. Das Vorhandensein einer Signalsequenz 
impliziert zunächst, dass das Protein vollständig sekretiert wird, wobei Proteom-Analysen des 
Secretoms von B. subtilis nicht zur Identifikation des YqiI Proteins geführt haben (272). Eine 
Verankerung mit der Zellwand könnte mit einer bisher unbekannten Wechselwirkung einhergehen. 
Des Weiteren wäre eine Verankerung an das Zellwand-Peptidoglykan über eine Protein-Protein 
Interaktion denkbar. Ein möglicher Interaktionspartner könnte das Lipoprotein YqiH darstellen, dessen 
Funktion bisher nicht bekannt ist.  
 
1.4. Funktionelle Charakterisierung der vermutlichen Zellwandhydrolase YqiI aus B. subtilis: 
Heterologe Expression, Reinigung und Zymographie 
Zur funktionellen Analyse der vermutlichen Zellwandhydrolase YqiI wurde der Leserahmen des yqiI 
Gens (ohne Signal-Sequenz) in den Vektor pASK-IBA3 plus kloniert (75). Der daraus resultierende 
Vektor pKF11 wurde in den E. coli Stamm Arctic Express (DE3) RIL transformiert. Die heterologe 
Expression des Gens erfolgte nach der Induktion durch AHT. Vor der Induktion sowie kurz vor der 
Ernte der Kulturen wurden Proben entnommen, die weiterhin auf einer SDS-PAGE analysiert wurden. 
Die erfolgreiche Produktion des heterologen Proteins YqiI ist in Abbildung 16 A zu erkennen. Das 
rekombinante YqiI Protein trägt am C-Terminus ein Strep-TagII Peptid, das über einen kurzen Linker 
an das Protein fusioniert ist. Die Reinigung erfolgte mit Hilfe der Strep-TagII Affinitätschromatographie, 
die auf der Affinität des Strep-TagII Peptids zur Strep-Tactin Säulenmatrix beruht. Der Reinheitsgrad 
des gereinigten YqiI Proteins wurde ebenfalls auf einer SDS-PAGE genauer untersucht (Abbildung 
16 B). Neben der Proteinbande die sich auf Höhe der Zielgröße befindet (ca. 22 kDa) sind noch 
weitere Protein-Banden erkennbar (Abbildung 16 B). Diese Banden wurden in Zusammenarbeit mit 
der Proteinanalyse-Abteilung der Universität Marburg (Dr. Stefan Baumeister) massenspektrometrisch 
analysiert. Dabei konnte gezeigt werden, dass die Banden, die oberhalb der Zielbande verlaufen, 
E. coli Hitzeschockproteinen (DnaK) zugeordnet werden konnten. Bei der Protein-Bande die unterhalb 
der YqiI-Bande verläuft, handelt es sich jedoch um ein Abbauprodukt des YqiI Proteins.  
Um nun, basierend auf Sequenzhomologien, die vorhergesagte hydrolytische Aktivität von YqiI 
experimentell zu bestätigen, wurde ein Zymogramm erstellt (79, 144). Bei dieser Methode handelt es 
sich um ein Verfahren, um Hydrolasen auf ihre Funktionalität hin zu überprüfen, indem das Substrat 
des Enzyms in einem SDS-Gel co-polymerisiert wird. Im Fall von YqiI wurde gereinigtes 
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Zellwandmaterial (0,2 %) von B. subtilis in ein 15 %iges SDS-Gel eingebettet. Anschließend wurden 
8 µg des gereinigten Proteins geladen und elektrophoretisch für drei Stunden bei 10 mA aufgetrennt. 
Nach einer Renaturierungsphase wurde die SDS-PAGE mit Methylenblau gefärbt und anschließend 
mit Wasser entfärbt (Abbildung 16 C). Das gereinigte YqiI Protein wurde nach der Größe aufgetrennt 
und verbleibt somit an nur einer Stelle der SDS-PAGE. Nach der Renaturierung des YqiI Proteins 
konnte dieses das Zellwandmaterial an der gegebenen Stelle verdauen. Diese Zonen der Lyse sind 
durch die weißen Banden erkennbar, die durch ein schnelleres Auswaschen des Farbstoffs an dieser 
Stelle entstehen. 
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Abb. 16: Biochemische Analyse des Proteins YqiI. 
(A) Überproduktion von YqiI. Coomassie gefärbtes SDS-Gel vor (Spur 1) und nach der Induktion (Spur 2) der 
Expression des yqiI Gens mittels AHT. Der Pfeil kennzeichnet die Lage des YqiI Proteins (22 kDa) (B) SDS-
PAGE (Coomassie gefärbt) nach der Reinigung des rekombinanten YqiI Proteins (4 µg). Der Pfeil kennzeichnet 
die Lage von YqiI wohingegen Sterne die Banden markieren, welche massenspektrometrisch analysiert wurden. 
Obere Banden: E. coli Hitzeschockproteine (DnaK); Untere Bande: Abbauprodukt des YqiI Proteins. (C) 
Zymogramm des Proteins YqiI (8 µg). SDS-PAGE nach Coomassie-Färbung (Spur 1) sowie nach der Färbung mit 
Methylen-Blau (Spur 2). Für die Zymographie (Spur 2) wurde gereinigtes Zellwandmaterial von B. subtilis 
verwendet (79, 144).  
 
Mit Hilfe dieses Versuchs konnte eindeutig gezeigt werden, dass das Enzym YqiI aus B. subtilis in der 
Lage ist, gereinigtes Zellwand-Peptidoglykan in vitro zu spalten und kann somit der Gruppe der 
Zellwandhydrolasen zugeordnet werden.  
 
1.5. Die Deletion des yqiHIK Operons beeinträchtigt das Wachstumsverhalten von B. subtilis 
unter hochosmolaren Bedingungen 
Um die physiologische Rolle der YqiHIK Proteine zu analysieren, wurde eine yqiHIK Deletionsmutante 
durch die Insertion einer Antibiotika-Resistenzkassette konstruiert und der daraus resultierende 
Stamm KFB8 genannt (75). Ein besonderes Augenmerk lag auf der Charakterisierung der 
physiologischen Rolle des Proteins YqiI. Wie in der Literatur bereits beschrieben wurde, ist die 
Analyse der physiologischen Rolle eines bestimmten Autolysins schwierig, da homologe Proteine die 
zelluläre Funktion eines anderen Proteins oft problemlos übernehmen können (74, 258, 280). 
Aufgrund dieser Redundanz wurden neben der yqiHIK Deletionsmutante, Einzel-Mutanten der 
homologen Amidasen LytC, CwlC, CwlD sowie YrvJ konstruiert. Darüber hinaus wurden aufbauend 
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auf den Einzel-Mutanten (KFB8-KFB10; KFB16-KFB17), jeweils zwei Tripel (KFB14, KFB31)- und 
Quadrupel (KFB29, KFB36) - sowie eine Quintupel-Mutante (KFB37) hergestellt (Tabelle 3; 
Abbildung 17).  
Die diversen Deletionsmutanten wurden in einem vorläufigen Wachstumsexperiment unter zwei 
unterschiedlichen physiologischen Bedingungen kultiviert. Dafür wurden zunächst Vorkulturen in SMM 
mit einer LB-Kultur angeimpft, welche dann über Nacht bei 37°C inkubiert wurden. Mit Hilfe dieser 
Vorkulturen wurden wiederum die Hauptkulturen angeimpft (OD578 0,1). Die Hauptkulturen bestanden 
aus SMM ohne die Zugabe von NaCl sowie aus SMM mit 1,2 M NaCl. Diese Kulturen wurden bei 
37°C für 20 Stunden im Wasserbad schüttelnd inkubiert. Anschließend wurde der Wachstumsertrag in 
Form der OD578 photometrisch bestimmt. Das Ergebnis dieses Wachstumsexperiments ist in 
Abbildung 17 dargestellt. Unter normalen physiologischen Bedingungen (0 M NaCl) wuchs der 
B. subtilis Wildtyp-Stamm nach 20-stündiger Inkubation bis zu einer OD578 von 2. Der 
Wachstumsertrag der diversen Mutanten variierte von OD578 von 3 bis 3,5 und lag im Vergleich zum 
Wildtyp somit deutlich höher, da der Wildtyp-Stamm sich zu diesem Zeitpunkt bereits in der 
Absterbephase befand. Unter hochosmolaren Bedingungen (1,2 M NaCl) erreichte der Wildtyp-Stamm 
hingegen eine OD578 von 1,5 und befand sich zur dieser Zeit erst in der mittleren exponentiellen 
Wachstumsphase, was durch das deutlich langsamere Wachstum von B. subtilis unter diesen 
Stressbedingungen erklärt werden kann. Die diversen Mutanten mit Defekten in den 
Zellwandhydrolasen, erreichten bis zu diesem Zeitpunkt nur eine OD578 von ca. 0,5 und befanden sich 
somit erst am Anfang der exponentiellen Wachstumsphase.  
Unter beiden getesteten Kulturbedingungen konnte eine Verzögerung des Wachstums der diversen 
Zellwandhydrolase-Mutanten festgestellt werden. Das Wachstumsdefizit zeigte sich bei hohen 
Salinitäten deutlicher als unter normalen physiologischen Bedingungen. Der Phänotyp der 
unterschiedlichen Mutanten war nahezu identisch, unabhängig davon, ob es sich um eine Einzel- 
Tripel- Quadrupel- oder um die Quintupel-Mutante handelte. 
 
 
Abb. 17: Wachstumsanalyse diverser Amidase-Mutanten. 
Der B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 sowie diverse Amidase-Mutanten wurden in SMM sowie SMM-1,2 M NaCl 
kultiviert. Der Wachstumsertrag wurde nach 20 Stunden der Inkubation in Form der OD578 aufgenommen. Die 
Genotypen der diversen Mutanten sind der Abbildungslegende zu entnehmen.  
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Um im Anschluss daran die Frage zu beantworten, zu welchem Zeitpunkt die Wachstumsverzögerung 
der Deletionsmutanten stattfindet, wurden Wachstumskurven aufgenommen. Dafür wurde der 
B. subtilis Wildtyp-Stamm, die Einzel-Mutante KFB8 (∆yqiHIK) sowie exemplarisch die Fünffach-
Mutante KFB37 (∆yqiHIK, ∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD, ∆yrvJ) unter den zuvor beschrieben Parametern in 
SMM ohne die Zugabe von NaCl sowie in SMM mit 1,2 M NaCl bei 37°C inkubiert. Der 
Wachstumsverlauf wurde stündlich durch das Messen der OD578 bestimmt (Abbildung 18). Ohne die 
Zugabe von NaCl zeigte sich der Wachstumsvorteil des Wildtyps darin, dass er im Vergleich zu den 
Mutanten-Stämmen KFB8 und KFB37 früher in die stationäre Phase eintrat. Nichtsdestotrotz konnten 
die Stämme einen identischen Wachstumsertrag erzielen (Abbildung 18 A). Die Kultivierung der 
Deletionsmutanten KFB8 sowie KFB37 zeigte unter hyperosmotischen Bedingungen, dass deren 
Wachstumsnachteil in einer deutlich längeren Adaptationsphase begründet liegt. Der B. subtilis 
Wildtyp erreichte bereits nach 15 Stunden eine OD578 von 1, wohingegen die Mutanten diesen 
Wachstumsertrag erst nach ca. 22 Stunden der Inkubation erreichten (Abbildung 18 B). Auch bei 
hohen Salinitäten können die Mutanten den gleichen Wachstumsertag erreichen, wie es für den 
Wildtyp-Stamm gezeigt wurde. Die Deletionsmutanten besaßen auch in diesem Experiment ein 
deckungsgleiches Wachstumsverhalten. Es konnten keine Unterschiede zwischen der yqiHIK Mutante 
sowie der Quintupel-Mutante festgestellt werden. 
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Abb. 18: Wachstumsanalyse der Mutanten KFB8 und KFB37. 
Der B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 (●), die yqiHIK Deletionsmutante KFB8 (∆yqiHIK) (●) sowie die Quintupel-
Mutante KFB37 (∆yqiHIK, ∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD, ∆yrvJ) (●) wurden in SMM ohne die Zugabe von NaCl (A) sowie 
mit 1,2 M NaCl (B) kultiviert. Die Pfeile kennzeichnen die Zeitpunkte, zu denen Proben zur mikroskopischen 
Analyse entnommen wurden (Abbildung 19).  
 
Zu Beginn dieses Kapitels wurde das Phänomen vorgestellt, dass der B. subtilis Wildtyp-Stamm 
morphologische Veränderungen der Zellhülle vornimmt, sobald dieser unter hochosmolaren 
Bedingungen kultiviert wird. Diese Veränderungen der Morphologie sollten nun in Abhängigkeit der 
Wachstumsphase analysiert werden. Darüber hinaus stellte sich die Frage, ob es Unterschiede in der 
Morphologie des Wildtyp-Stammes im Vergleich zu den Zellwandhydrolase-Mutanten KFB8 (∆yqiHIK) 
und KFB37 (∆yqiHIK, ∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD, ∆yrvJ) gibt. Dafür wurden zu gegeben Zeitpunkten entlang 
der Wachstumskurve Proben entnommen, die mittels Phasenkontrastmikroskopie genauer analysiert 
wurden (Abbildung 19). Die verschiedenen Zeitpunkte sind durch Pfeile in Abbildung 18 B 
gekennzeichnet. Die erste Probe der B. subtilis Wildtyp-Kultur wurde nach zweistündiger Inkubation 
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entnommen. Die Morphologie entsprach zu diesem Zeitpunkt dem erwartenden stäbchenförmigen 
Phänotyp. Eine weitere Probenentnahme erfolgte nach sechs Stunden. Zu diesem Zeitpunkt 
begannen die B. subtilis Wildtyp-Zellen bereits Veränderungen in der Morphologie vorzunehmen. Die 
maximale Variation zeigte sich nach 9 bzw. 12 Stunden der Inkubation in SMM mit 1,2 M NaCl. Die 
Zellen erschienen sehr deformiert und gewunden, wie es zuvor bereits beschrieben wurde (Abbildung 
12 und 13). Interessanterweise kehrte nach 20-stündiger Inkubation der charakteristische, 
stäbchenförmige Phänotyp von B. subtilis, der zu Beginn ebenfalls beobachtet werden konnte, zurück. 
Sowohl die yqiHIK Einzelmutante KFB8 als auch die Quintupel-Mutante KFB37 zeigten ein identisches 
Verhalten, wie es bereits für den Wildtyp beschrieben wurde (Abbildung 19). 
 
 
Abb. 19: Analyse der morphologischen Veränderungen von B. subtilis Zellen entlang der Wachstums-
kurve.  
Der B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 (WT 168), der Stamm KFB8 (∆yqiHIK) sowie der Stamm KFB37 (∆yqiHIK, 
∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD, ∆yrvJ) wurden zu diversen Zeitpunkten mittels Phasenkontrastmikroskopie analysiert 
(1.000-fache Vergrößerung). Die Stämme wurden in SMM-1,2 M NaCl kultiviert. Die Probenentnahme erfolgte 
entlang der Wachstumskurve (Abbildung 18 B). Der Größenstandard entspricht 5 µm.  
 
Dieses Experiment zeigt, dass die durch hohe Salinitäten induzierten morphologischen 
Veränderungen eine Wachstumsphasen-Abhängigkeit besitzen. Während der Adaptationsphase 
beginnen die Zellen sich zu deformieren, was ein Maximum erreicht, bevor die Zellen in die 
exponentielle Wachstumsphase eintreten. Wachsen die Zellen zu einem späteren Zeitpunkt 
exponentiell, bildet sich der Phänotyp schrittweise zurück zu dem stäbchenförmigen Phänotyp den 
B. subtilis unter normalen physiologischen Bedingungen besitzt. 
Um zu überprüfen, ob die gewundenen und deformierten B. subtilis Zellen noch leben oder bereits 
abgestorben sind, wurde eine „Live and Dead Staining“ Prozedur angewandt. Dafür wurden die 
Proben, die nach 12 Stunden der Inkubation den hyperosmotischen Kulturen entnommen worden 
waren (Abbildung 18 B und Abbildung 19) mit einem Gemisch aus zwei unterschiedlichen 
Fluoreszenzfarbstoffen, SYTO 9 und Propidiumiodid, gefärbt. Dabei wird sich zu Nutze gemacht, dass 
SYTO 9 die Nukleinsäuren aller Zellen anfärben kann, wohingegen Propidiumiodid nur Nukleinsäuren 
von Zellen markiert, die eine zerstörte Zellmembran aufweisen. Eine defekte bzw. intakte 
Zellmembran gilt dabei als ein Indiz für die Lebensfähigkeit einer Zelle. Zellen, die eine intakte 
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Zytoplasmamembran besitzen, fluoreszieren grün. Zellen mit defekter Membran werden von 
Propidiumiodid penetriert und rot gefärbt. Das Ergebnis des „Live and Dead Staining“ ist in Abbildung 
20 dargestellt. Interessanterweise erscheinen die Mehrzahl der morphologisch veränderten Zellen des 
B. subtilis Wildtyp-Stammes, der yqiHIK Mutante KFB8 sowie der Fünffach-Mutante KFB37, grün-
fluoreszierend. Das wiederum bedeutet, dass trotz der drastischen Deformation der Zellhülle, die 
Zytoplasmamembran immer noch intakt ist und die Zellen somit als lebend eingestuft werden können. 
 
 
Abb. 20: “Live and Dead Staining” hyperosmotisch gestresster B. subtilis Zellen.  
Dargestellt sind Phasenkontrast- sowie Fluoreszenz-Aufnahmen der Stämme 168, KFB8 (∆yqiHIK) sowie KFB37 
(∆yqiHIK, ∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD, ∆yrvJ). Die verschiedenen Stämme wurden nach 12-stündiger Inkubation in 
SMM-1,2 M NaCl mit den Fluoreszenzfarbstoffen SYTO 9 sowie Propidiumiodid gefärbt und mikroskopisch 
analysiert. Der Größenstandard entspricht 5 µm. Die Mikroskopie-Bilder wurden bei einer 1.000-fachen 
Vergrößerung aufgenommen. 
 
Durch die Beobachtung, dass die deformierten Zellen immer noch lebensfähig sind, wird die These 
unterstützt, dass es sich hierbei um eine weitere Facette der Adaptation von B. subtilis an 
hyperosmotische Bedingungen handeln könnte. Die Zellwandhydrolasen YqiI, LytC, CwlC, CwlD 
sowie YrvJ sind jedoch nicht maßgeblich an der Restrukturierung der Zellwand beteiligt. 
 
1.5.1. Physiologische Auswirkungen eines Up-Shock auf die Deletionsmutante KFB8 
Neben dem kontinuierlichen Wachstum unter hochosmolaren Bedingungen ist es ebenfalls möglich, 
das Wachstumsverhalten von B. subtilis nach einer plötzlichen Erhöhung der externen Osmolarität zu 
analysieren. Diese Situation wird als „Up-Shock“ bezeichnet. Um das Wachstumsverhalten der yqiHIK 
Mutante KFB8 im Vergleich zum Wildtyp nach einem Up-Shock zu untersuchen, wurden zunächst 
Vorkulturen in SMM kultiviert. Wie bereits zuvor beschrieben, wurden die SMM-Hauptkulturen mit 
diesen Vorkulturen angeimpft (OD578 0,1). Die Kulturen des B. subtilis Wildtyp-Stammes sowie die des 
Stammes KFB8 wurden in SMM bis zu einer OD578 von 0,5 bei 37°C kultiviert. Nach dem Erreichen 
der Ziel-OD wurde die Osmolarität der Kulturen auf 1,2 M NaCl erhöht. Der Wachstumsertrag wurde 
daraufhin stündlich gemessen. Als Kontrollen dienten Kulturen deren Osmolarität nicht erhöht wurde, 
sondern die unter normalen physiologischen Bedingungen weiter wuchsen (Abbildung 21). Auch die 
plötzliche Erhöhung der externen Osmolarität auf 1,2 M NaCl führte zu einem Wachstumsdefizit der 
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yqiHIK Mutante KFB8. Der Wachstumsertrag näherte sich letztlich dem des B. subtilis Wildtyps an. 
Das Wachstum schien jedoch durch eine längere Zeitspanne während der Adaptation erneut 
verzögert. 
 
 
Abb. 21: Analyse des Wachstumsverhaltens des Stammes KFB8 nach der plötzlichen Erhöhung der 
externen Osmolarität. 
Der B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 (●) sowie die yqiHIK Deletionsmutante KFB8 (●) wurden in SMM kultiviert. 
Nach Erreichen der Ziel-OD (OD578 0,5) wurde die Osmolarität plötzlich erhöht (1,2 M NaCl). Der Up-Schock ist 
mit einem Pfeil gekennzeichnet. Zur Kontrolle wurde das Wachstum der Stämme 168 (■) und KFB8 (■) in SMM 
auch ohne die Zugabe von NaCl verfolgt. 
 
1.5.2. Die Komplementation des yqiHIK Phänotyps 
In den bisher vorgestellten Wachstumsexperimenten konnte sowohl unter normalen physiologischen- 
als auch unter hyperosmotischen Bedingungen ein Wachstumsdefizit der yqiHIK Deletionsmutante im 
Vergleich zum B. subtilis Wildtyp-Stamm aufgezeigt werden (Abbildung 18). Dieses 
Wachstumsverhalten zeigte sich ebenfalls in den anderen Zellwandhydrolase-Mutanten 
(Abbildung 17).  
Um nun zu beweisen, dass der Phänotyp der yqiHIK Mutante durch die Expression des Gens yqiI 
allein komplementiert werden kann und somit der Wachstumsphänotyp der yqiHIK Mutante nicht 
durch die beiden anderen Gene der Transkriptionseinheit hervorgerufen wird, wurde der vollständige 
Leserahmen des yqiI Gens in den Vektor pGP382 kloniert. In diesem System wird die Expression des 
yqiI Gens durch den konstitutiven degQ36 Promotor gewährleistet (114). Dieses Plasmid wurde im 
Anschluss in die Deletionsmutante KFB8 (∆yqiHIK) transformiert. Der daraus resultierende Stamm 
trägt die Bezeichnung KFB8 (pKF51).  
In einem weiteren Experiment wurden sowohl der B. subtilis Wildtyp-Stamm sowie die 
Deletionsmutante KFB8 als auch der Komplementations-Stamm entsprechend der oben 
beschriebenen Prozedur in SMM sowie in SMM-1,2 M NaCl kultiviert. Die optische Dichte der Kulturen 
wurde nach 20-stündiger Inkubation bei 37°C photometrisch (OD578) bestimmt (Abbildung 22). Die 
Wachstumserträge des B. subtilis Wildtyps sowie die des Komplementations-Stammes waren nahezu 
identisch. In SMM ohne Zugabe von NaCl befanden sich die Stämme bereits in der Absterbephase 
und hatten eine OD578 von ca. 1. Die Mutante KFB8 hingegen wies noch eine OD578 von ca. 2 auf, was 
erneut die Verzögerung im Wachstum widerspiegelt. Unter hohen salinen Bedingungen besaß sowohl 
der Wildtyp als auch der Komplementations-Stamm einen deutlichen Wachstumsvorsprung im 
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Vergleich zur Deletionsmutante KFB8. Dieses Experiment wies daraufhin, dass durch die Expression 
des yqiI Gens allein der Phänotyp der yqiHIK Mutante komplementiert werden kann. Das Fehlen der 
Zellwandhydrolase YqiI ist daher ausschließlich für das Wachstumsdefizit unter den gewählten 
Bedingungen verantwortlich. 
 
 
Abb. 22: Komplementation des Phänotyps der Mutante KFB8 durch die Synthese von YqiI. 
Die B. subtilis Stämme 168 (■), KFB8 (∆yqiHIK) (■) sowie der Komplementations-Stamm KFB8 (pKF51) (■) 
wurden in SMM mit sowie ohne die Zugabe von 1,2 M NaCl für 20 Stunden inkubiert. Anschließend wurde die OD 
bei 578 nm bestimmt. Die Expression des Gens yqiI unterliegt der Kontrolle des konstitutiven Promotors degQ36 
(114). 
 
In vorherigen Versuchen wurde bereits mit anderen Systemen versucht die yqiHIK Mutante zu 
komplementieren. Dabei wurde die Expression des yqiI Gens durch einen IPTG induzierbaren (Pspank) 
Promotor gesteuert. Diese Versuche blieben jedoch erfolglos, da die Transkriptmenge nicht 
ausreichend war, um eine entsprechende Konzentration des Zielproteins zu synthetisieren, die für 
eine Komplementation nötig gewesen wären (Abbildung 56 im Anhang). Der konstitutive degQ36 
Promotor ist jedoch in der Lage die Expression des yqiI Gens auf ein Niveau zu heben, wie es in der 
Wildtyp-Zelle der Fall zu sein scheint.  
 
1.5.3. Die Motilität der yqiHIK Mutante ist im Vergleich zum Wildtyp nicht beeinträchtigt 
Zellwandhydrolasen, die sogenannten Autolysine, sind an zahlreichen zellulären Prozessen beteiligt 
(258, 280). Unter anderem konnte gezeigt werden, dass beispielsweise das Autolysin LytC eine 
wichtige Rolle bei der Motilität in B. subtilis spielt (161). Um nun einen möglichen Einfluss der yqiHIK 
Deletion auf das Schwimmverhalten von B. subtilis zu untersuchen, wurde ein Motilitätstest auf 
Schwärmeplatten durchgeführt. Für diesen Assay wurde der B. subtilis Wildtyp-Stamm, die 
Deletionsmutante yqiHIK (KFB8) sowie die Mutante KFB9 (∆lytC) in SMM bis zur exponentiellen 
Wachstumsphase (OD578 0,5-1) inkubiert. Mit Hilfe dieser Kulturen wurden SMM-Softagarplatten 
inokuliert, indem 5 µl der Proben auf die Mitte einer Platte aufgebracht wurden, wobei die 
verwendeten SMM-Softagarplatten in ihrer NaCl-Konzentration (0 M NaCl, 0,5 M NaCl, 0,7 M NaCl) 
variierten. Die Platten wurden anschließend für 24 bis 48 Stunden bei 37°C inkubiert. Die Länge der 
Inkubationszeit richtete sich nach Höhe der verwendeten NaCl-Konzentration, da das Wachstum der 
Zellen unterschiedlich stark durch die verschiedenen NaCl-Konzentrationen beeinflusst wurde (265). 
Nach der Inkubation wurde der Durchmesser der Ausbreitungszone bestimmt. Das Ergebnis des 
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Motilitätstests ist Abbildung 23 zu entnehmen. Das Schwärmeverhalten des Stammes KFB8 war 
identisch mit dem des B. subtilis Wildtyps. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass steigende NaCl-
Konzentrationen einen negativen Einfluss auf die Motilität von B. subtilis haben. Als Kontrolle diente 
der Stamm KFB9 (∆lytC), der ein deutliches Defizit im Schwimmverhalten aufzeigte, wie es zuvor 
bereits unter normalen physiologischen Bedingungen beschrieben wurde (161). 
 
A B C 
 
Abb. 23: Analyse des Schwärmeverhaltens von B. subtilis auf Softagarplatten. 
Dargestellt ist das Schwärmeverhalten des B. subtilis Wildtyp-Stammes sowie der Stämme KFB8 (∆yqiHIK) und 
KFB9 (∆lytC) auf SMM-Softagarplatten (0,3 % Agar (w/v)) mit diversen NaCl-Konzentrationen. (A) 0 M NaCl. (B) 
0,5 M NaCl. (C) 0,7 M NaCl. Die Inkubation der Platten erfolgte für 1-2 Tage bei 37°C. 
 
Durch die Redundanz der Autolysine wurden ebenfalls die konstruierten Einzel-, Tripel-, Quadrupel- 
sowie die Quintupel- Mutanten (Tabelle 3) auf ihr Schwärmeverhalten hin überprüft. Dabei zeigte sich, 
dass einerseits die Deletion des yqiHIK Operons in keinem Fall zu einer Einschränkung der Motilität 
führt. Andererseits konnten keine additiven Effekte, bezogen auf das Schwimmverhalten der lytC 
Mutante, die mit weiteren Deletionen gekoppelt wurde, festgestellt werden. Dieser Versuch 
demonstrierte, dass die Beeinträchtigung im Schwimmverhalten der hier getesteten Stämme allein 
durch das Vorhandensein der LytC Amidase aus B. subtilis bestimmt wird (Abbildung 57 im Anhang).  
Die Einschränkung der Motilität unter hyperosmotischen Bedingungen wurde bereits durch Steil et al. 
beschrieben (265). Interessanterweise zeigte sich in den Transkriptom-Analysen salzgestresster 
Zellen, dass eine Repression von Genen stattfindet, die eine Rolle bei der Motilität in B. subtilis 
spielen. Ein wichtiges Beispiel stellt hierbei die Repression des Flagellen-Gens hag dar. Die 
Expression des hag Gens unterliegt dabei dem alternativen Sigmafaktor σD, wie es auch für die 
Amidase LytC beschrieben wurde (44).  
 
1.6. Die osmotische Induktion des yqiHIK Operons aus B. subtilis 
Durch die Transkriptom-Analyse salzgestresster B. subtilis Zellen (265) konnten die Gene yqiH sowie 
yqiI, als Gene identifiziert werden, deren Expression durch eine hohe NaCl-Konzentration (1,2 M 
NaCl) im Medium induziert werden konnte. Im Folgenden sollte die osmotische Regulation genauer 
studiert werden. Hierzu wurde eine yqiH-treA Reportergenfusion konstruiert. Zu diesem Zweck wurde 
ein 300 bp langes DNA-Fragment (Abbildung 26 A) der yqiHIK Promotorregion an ein promotorloses 
treA Gen fusioniert. Das 300 bp lange DNA-Fragment definiert sich durch eine 257 bp Region, die 
stromaufwärts des Translationsstartes des yqiH Gens liegt sowie durch 43 bp der yqiH kodierenden 
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Region. Dieses Fusionskonstrukt wurde über homologe Rekombination in den amyE Lokus von 
B. subtilis inseriert und liegt somit stabil kodiert auf dem Chromosom in Einzelkopie vor. Der daraus 
entstandene Stamm wurde KFB15 genannt.  
Um die Expression des yqiHIK Genclusters in Abhängigkeit steigender NaCl-Konzentrationen zu 
bestimmen, wurde der Stamm KFB15 in SMM mit verschieden Salinitäten (0 M NaCl-1,2 M NaCl) 
kultiviert. Die Kulturen wurden bis zur mittleren exponentiellen Wachstumsphase (OD578 1-1,5) 
inkubiert. Im Anschluss daran wurden Aliquots dieser Kulturen entnommen und zur Bestimmung der 
TreA-Aktivität eingesetzt. Die Aktivität der salztoleranten Phospho-α-(1,1)-Glukosidase (TreA) (91, 
109) dient dabei als Maß für die yqiHIK Promotoraktivität.  
Wie Abbildung 24 entnommen werden kann, liegt bis zur NaCl-Konzentration von 0,7 M ein 
Basalniveau der yqiH-treA-Fusion vor (ca. 10 Units). Erst wenn diese NaCl-Konzentration 
überschritten wurde, stieg die TreA-Aktivität an. Dabei stellte sich ein Höchstmaß der gemessenen 
TreA-Aktivität (ca. 70 Units) bei einer Salz-Konzentration von 1,2 M NaCl ein. Somit findet eine ca. 
siebenfache Induktion des yqiHIK Operons unter hochosmolaren Bedingungen statt. Die Tatsache, 
dass die Expression des Genclusters nur bei sehr hohen NaCl-Konzentrationen induziert wird, stellt 
ein völlig neues Expressionsmuster sowie eine Besonderheit unter allen bisher charakterisierten 
salzinduzierten Genen von B. subtilis dar (32, 262). Basierend auf diesem Ergebnis wurden nun alle 
weiteren Reportergenstudien bei einer NaCl-Konzentration von 1,2 M durchgeführt. 
 
 
Abb. 24: Die Expression des yqiHIK Genclusters in Abhängigkeit steigender NaCl-Konzentrationen. 
Gezeigt ist die Bestimmung der TreA-Aktivität des Stammes KFB15 (yqiH-treA) in SMM-Kulturen mit diversen 
NaCl-Konzentrationen (0 M NaCl-1,2 M NaCl).  
 
1.6.1. Primer-Extension-Analyse: Die Bestimmung des SigA-abhängigen Promotors des yqiHIK 
Operons 
Zur Bestimmung des Promotors des yqiHIK Genclusters aus B. subtilis, der für die Salzinduktion des 
Operons verantwortlich ist, wurde eine Primer-Extension-Analyse durchgeführt. Dafür wurde die 
Gesamt-RNA aus iso- sowie hyperosmotischen Kulturen präpariert, die bis zur mittleren 
exponentiellen Wachstumsphase (OD578 1) inkubiert worden waren. In diesen Stämmen wurde die 
Transkriptmenge zusätzlich dadurch erhöht, dass die Promotorregion auf einem Plasmid kodiert 
vorlag (pKF16). Nach der Reversen Transkription der Gesamt-RNA, die durch die Anlagerung eines 
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fluoreszenzmarkierten Oligonukleotids (DY-781) in cDNA umgeschrieben werden konnte, wurde das 
Primer-Extension Produkt elektrophoretisch aufgetrennt.  
Die Primer-Extension-Reaktion identifizierte eine yqiHIK spezifische mRNA, die darüber hinaus 
osmotisch induziert wurde (Abbildung 25 B). Unter normalen physiologischen Bedingungen konnte 
kein Transkript determiniert werden. Das 5’ Ende der spezifischen mRNA befindet sich 25 bp vor dem 
GTG, dem vorhergesagten Translationsstart des yqiH Gens, und beginnt mit einem C (+1) (Abbildung 
25 A). Die Inspektion der DNA-Sequenz offenbarte eine -35 sowie -10 Region, die der Gruppe der 
SigA- abhängigen Promotoren aus B. subtilis zugeordnet werden kann. Die konservierten Regionen 
sind durch einen 17 bp Spacer voneinander getrennt (Abbildung 25 A), der bevorzugt bei SigA 
Promotoren vorzufinden ist. SigA ist der „Housekeeping“ Sigmafaktor in B. subtilis (110). 
 
A 
 
B 
 
Abb. 25: Die Identifizierung des yqiHIK Transkriptionsstartpunktes. 
(A) Abgebildet ist die Nukleotidsequenz der yqiHIK Promotorregion. Die -35 und -10 Region werden durch 17 
Basenpaare voneinander getrennt und sind grau unterlegt. Die Ribosomenbindestelle (RBS) sowie der 
Translationsstart des yqiH Gens sind gekennzeichnet. Der Transkriptionsstart (+1) ist mit einem Pfeil markiert. (B) 
Primer-Extension-Analyse des yqiHIK Transkriptes. Dafür wurde Gesamt-RNA aus dem B. subtilis Wildtyp-
Stamm 168 (pKF16) präpariert, der zuvor unter iso- sowie hyperosmotischen Bedingungen kultiviert worden war. 
 
1.6.2. Zielgerichtete Mutagenese des salzabhängigen SigA-Promotors des yqiHIK Genclusters 
Der Vergleich des osmotisch induzierten yqiHIK Promotors mit der Konsensus-Sequenz von SigA- 
abhängigen Promotoren (110) zeigte einige Sequenzabweichungen (Tabelle 6). Daher wurde eine 
zielgerichtete Mutagenese durchgeführt, in der schrittweise die abweichenden Basenpaare des yqiHIK 
Promotors durch solche ersetzt wurden, die der SigA-Konsensus-Sequenz entsprachen. Die 
Mutationen wurden in die Plasmide pKF13 bzw. pKF18 eingebracht. Diese wurden im Anschluss in 
den amyE Lokus auf dem B. subtilis Chromosom inseriert. Die daraus resultierenden Stämme sind in 
Tabelle 7 aufgelistet. Der yqiH-treA Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 wurde zusammen mit den anderen 
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Fusionsstämmen, die Veränderungen in der yqiHIK Promotorregion beinhalteten, in SMM mit sowie 
ohne die Zugabe von 1,2 M NaCl kultiviert. Aliquots dieser Kulturen (OD578 1-1,5) wurden für die 
Bestimmung der TreA-Aktivität eingesetzt (Tabelle 7).  
Ein charakteristisches und funktionell wichtiges Motiv in der -10 Region von SigA-Promotoren stellt 
das hochkonservierte „invariante T“ dar (110). Dies konnte in dieser Mutagenesestudie bestätigt 
werden, denn ein Basenpaaraustausch von T/A zu G/C (KFB33) führte zum vollständigen Verlust der 
Promotoraktivität. In einem weiteren Schritt wurde eine Mutation in die -35 Region eingebracht. Der 
daraus resultierende Stamm (KFB24) beinhaltete nun eine perfekte -35 Region. Die Bestimmung der 
TreA-Aktivität zeigte, dass das Expressionsniveau dadurch leicht anstieg. Die -10 Region variierte an 
drei Positionen im Vergleich zu der Konsensus-Sequenz. Die Einbringung einer Punktmutation in die 
-10 Region (KFB20) erhöhte die Induktion unter hochosmolaren Bedingungen von Faktor 10 (KFB15) 
auf Faktor 18. Die Veränderung der -10 Region in allen drei abweichenden Positionen (KFB32) hatte 
eine drastische Auswirkung auf die absolute TreA-Aktivität unter hyperosmotischen Bedingungen. Die 
Transkription stieg von ca. 50 Units (KFB15) auf ungefähr 400 Units an. Diese Verbesserung in der  
-10 Region führte jedoch ebenfalls dazu, dass das Basalniveau der yqiHIK Transkription unter 
normalen physiologischen Bedingungen enorm anstieg. Die osmotische Induktion sank somit von 
Faktor 10 (KFB15) auf Faktor 2 (KFB32) ab. Ein ähnliches Expressionsmuster konnte bei der 
Zusammenführung einer perfekten -35 und -10 Region beobachtet werden (KFB34). Auch hierbei 
wurde der Promotor konstitutiv und verlief auf einem sehr hohen Expressionsniveau im Vergleich zur 
Wildtyp-Fusion.  
Eine weitere wichtige Eigenschaft, die viele SigA-Promotoren beinhalten, ist das sogenannte TG-Motiv 
an der Position -16 (110, 283), welches eine wichtige Rolle bei der Funktion als auch bei der Stärke 
des Promotors spielt. Der yqiHIK Promotor besitzt an der Position -16 eine GT-Basenabfolge, an 
Stelle des bekannten TG-Motivs. Somit wurde in einer weiteren Mutagenese dieses charakteristische 
Sequenzmotiv eingeführt (KFB25). Das Expressionsmuster dieser Promotorvariante war ähnlich zu 
dem der Wildtyp-Fusion (KFB15). Die osmotische Induktion konnte von Faktor 10 auf 14 verbessert 
werden. Die Expression unter hyperosmotischen Bedingungen (1,2 M NaCl) versechsfachte sich, 
wohingegen ein moderater Anstieg im Basalniveau (0 M NaCl) des Promotors (Faktor 4) zu 
verzeichnen war. Wie vermutet, führte die Kombination der Mutationen in der -35, -16 sowie -10 
Region dazu, dass der nun perfekte SigA-Promotor osmotisch nicht mehr länger induziert werden 
konnte. Die TreA-Aktivität erreichte vergleichbare Werte, wie es zuvor in den Stämmen KFB32 und 
KFB34 beobachtet werden konnte. Die Einbringung des TG-Motivs konnte somit die absolute 
Expressionsstärke nicht noch weiter verbessern. 
 
Diese Mutagenesestudie hat gezeigt, dass Verbesserungen in der Promotorsequenz hin zum SigA-
Konsensus das Expressionsniveau des yqiHIK Operons deutlich verstärkt. Wird die Promotorregion 
jedoch dahingehend verändert, dass diese nun vollständig mit der SigA-Konsensus-Sequenz 
übereinstimmt, ist die Expression des Genclusters nicht länger osmotisch induzierbar. Die 
Abweichungen in der yqiHIK Promotorsequenz dienen folglich dazu, die Expression des Operons 
unter normalen physiologischen Bedingungen niedrig zu halten. Ein weiteres Indiz dafür, dass den 
synthetisierten Proteinen vor allem unter hochosmolaren Bedingungen eine wichtige Rolle zukommt. 
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Tabelle 7: Zielgerichtete Mutagenese des SigA-abhängigen yqiHIK Promotors 
 
Stamm Plasmid yqiHIK  
Promotor-Sequenz 
TreA-Aktivität 
[U (mg Protein)-1] 
Induktions-
Faktor** 
 
  
-35 -16 -10 0 M NaCl 1,2 M NaCl 
 
  TTGACA TG TATAAT*   
 
KFB15 pKF13 TTTACA GT AAAGAT 5 ± 1 49 ± 7 9,8 
KFB33 pKF25 TTGACA GT AAAGAG 3 ± 1 3 ± 1 1,0 
KFB24 pKF18 TTTACA GT AAAGAT 7 ± 1 81 ± 11 11,6 
KFB26 pKF20 TTTACA GT AAAAAT 5 ± 1 91 ± 3 18,2 
KFB32 pKF24 TTTACA GT TATAAT 230 ± 11 399 ± 21 1,7 
KFB34 pKF26 TTGACA GT TATAAT 304 ± 3 429 ± 27 1,4 
KFB25 pKF19 TTTACA TG AAAGAT 20 ± 8 286 ± 8 14,3 
KFB35 pKF27 TTGACA TG TATAAT 264 ± 20 314 ± 2 1,2 
*Konsensus-Sequenz SigA-Promotoren (110)  
**Induktionsfaktor (0 M NaCl  1,2 M NaCl) 
 
1.6.3. Der Einfluss der stromaufwärts gelegenen AT-reichen Region auf die osmotische 
Induzierbarkeit des yqiHIK Operons 
Ein 300 bp langes DNA-Fragment der yqiHIK Promotorregion wurde für die TreA-Reportergenstudien 
eingesetzt (Abbildung 26 A). Bei der Inspektion dieses DNA-Fragmentes fiel eine 53 bp lange AT-
reiche Region auf, die ca. 180 bp stromaufwärts der -35 Region lokalisiert ist. Es stellte sich nun die 
Frage, ob diese AT-reiche Region wichtig für die Regulation des yqiHIK Operons ist. Eine solche 
Region könnte eine Bindestelle für ein mögliches Regulator-Protein sein, oder auch einen 
topologischen Effekt auf den Promotor und somit auf dessen Aktivität haben. Um diese Frage zu 
beantworten, wurden Verkürzungen des 300 bp langen DNA-Fragmentes vorgenommen, die zum 
einen direkt zu Beginn der AT-reichen Region (∆1) und zum anderen innerhalb der AT-reichen Region 
(∆2, ∆3) lagen (Abbildung 26 A).  
Der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 (∆0) sowie die Stämme KFB55 (∆1), KFB56 (∆2) sowie KFB57 (∆3) 
wurden in SMM sowie in SMM mit 1,2 M NaCl bis zum Eintritt in die mittlere exponentielle 
Wachstumsphase (OD578 1-1,5) kultiviert. Daraufhin wurden Aliquots entnommen und in den TreA-
Enzymtest eingesetzt (Abbildung 26 B). Bereits in der ersten Verkürzung (∆1) konnte ein Abfall der 
yqiHIK Promotoraktivität unter hyperosmotischen Bedingungen um den Faktor 3,5 beobachtet werden. 
Nichtsdestotrotz konnte die Expression des Operons weiterhin osmotisch induziert werden. Die 
Analyse der zweiten und dritten Verkürzung (∆2; ∆03) ergab, dass der yqiHIK Promotor nicht länger 
V. ERGEBNISSE 64
durch die Erhöhung der Osmolarität (1,2 M NaCl) induziert werden konnte. Das Expressionsniveau 
sank auf ein Basalniveau (0 M NaCl), welches unter dem des Wildtyp-Promotors lag (∆0). 
 
A 
 
B 
 
Abb. 26: Die Lage der AT-reichen Region in der yqiHIK Promotorregion. 
(A) Dargestellt ist die Nukleotidsequenz des 300 bp langen Fragmentes der yqiH-treA Fusion (∆0). Die Lage der 
Verkürzungen ∆1-3 sind durch Pfeile gekennzeichnet. Die AT-reiche Region wird durch eine schwarze Box 
markiert. Darüber hinaus sind sowohl Transkriptions- sowie Translationsstart, die -35 sowie -10 Region, als auch 
die Ribosomenbindestelle (RBS) hervorgehoben. (B) Tabellarische Darstellung der yqiHIK Promotoraktivität der 
Stämme KFB15 sowie KFB55-KFB57 unter iso- als auch hyperosmotischen Bedingungen. 
 
Die Verkürzungen in der yqiHIK Promotorregion zeigten, dass eine AT-reiche Region, die ca. 180 bp 
stromaufwärts der -35 Region des Operons lokalisiert ist, erforderlich für die Aktivität und osmotische 
Induktion des yqiHIK Genclusters in B. subtilis ist.  
Ein mögliches regulatorisches Protein, welches in der Lage ist, AT-reiche Regionen zu binden, stellte 
das Rok Protein aus B. subtilis dar. Eine kürzlich veröffentlichte Studie von Smits und Grossman (260) 
erwähnt die funktionelle Ähnlichkeit des Rok Proteins zu dem H-NS Protein aus E. coli. Bei dem H-NS 
Protein handelt es sich um ein an Nukleinsäuren assoziiertes Protein, was in E. coli an der Regulation 
von osmotisch induzierbaren Genen beteiligt ist (60). Das H-NS Protein ist dabei an einer Repression 
der Gene unter normalen physiologischen Bedingungen beteiligt (199). Ein Beispiel dafür ist das proU 
Operon aus E. coli (176). Um einen möglichen Einfluss des Rok Proteins auf die Expression des 
yqiHIK Operons zu testen, wurde ein Stamm konstruiert (KFB47), in dem die yqiH-treA Fusion in einen 
∆rok Hintergrund eingebracht wurde. Die korrespondierende yqiH-treA Wildtyp-Fusion wurde aufgrund 
von überlappenden Antibiotikaresistenzen in einen anderen Stamm-Hintergrund eingebracht 
(Tabelle 3). Der daraus resultierende Stamm wurde KFB41 genannt. Analog zu den vorherigen TreA-
Enzym-Assays wurden auch in diesem Fall die Stämme KFB41 sowie KFB47 in SMM sowie SMM mit 
1,2 M NaCl kultiviert, anschließend aliquotiert und in den TreA-Aktivitätstest eingesetzt. Das 
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Expressionsmuster beider Stämme war unter iso- als auch hyperosmotischen Bedingungen nahezu 
identisch (Abbildung 27). Eine Beteiligung des Rok Proteins an der Regulation des yqiHIK Operons 
kann somit ausgeschlossen werden. 
 
 
Abb. 27: Der Ausschluss der Beteiligung des Rok Proteins auf die Regulation des yqiHIK Operons. 
Gezeigt ist die TreA-Aktivität der Stämme KFB41 (■) sowie KFB47 (∆rok; ■), die zuvor in SMM mit sowie ohne die 
Zugabe von 1,2 M NaCl kultiviert worden war. 
 
1.6.4. Der Einfluss des Zwei-Komponenten-Systems DegS/DegU auf die Regulation des yqiHIK 
Operons unter hyperosmotischen Bedingungen  
Durch die gezielte Regulation der zahlreichen salzinduzierten Gene in B. subtilis stellte sich die Frage, 
ob ein osmotisches Signal existent ist, dass die B. subtilis Zelle dazu veranlasst unter 
hyperosmotischen Bedingungen eine selektive Genexpression vorzunehmen. In diesem 
Zusammenhang werden oftmals Zwei-Komponenten-Systeme (ZKS) diskutiert, die für die Erkennung 
eines spezifischen Umweltreizes sowie der Übersetzung und Weiterleitung eines solchen Signals 
verantwortlich sind (71, 145, 210). Interessanterweise konnte in den Transkriptom-Analysen 
salzgestresster B. subtilis Zellen das ZKS DegS/DegU als salzinduziert identifiziert werden (155, 265). 
Dieses ZKS spielt eine wichtige Rolle sowohl bei dem Prozess der Kompetenz als auch bei der 
Sekretion von extrazellulären Proteasen in B. subtilis (56, 71, 153, 198). Bei diesem 
Signaltransduktions-System stellt das DegU Protein den Antwort-Regulator dar, der mit der im 
Zytoplasma lokalisierten Histidin-Kinase DegS korrespondiert (56, 71, 198). Das DegU Protein kann 
dabei, unabhängig von seinem Phosphorylierungsstatus, sowohl als Repressor als auch als Aktivator 
fungieren, indem dieser Transkriptionsfaktor eine AT-reiche Sequenzabfolge auf der DNA erkennt (52, 
57, 98, 196, 198, 212).  
Die Analyse der Verkürzungen in der AT-reichen Region stromaufwärts zu yqiHIK suggerierte, dass 
direkt zu Beginn der AT-reichen Region ein kritischer Sequenzbereich liegen muss, da bereits die 
erste Verkürzung Einfluss auf das Expressionsniveau des Operons nahm (Abbildung 26). Eine 
genaue Inspektion der AT-reichen Region offenbarte eine gegenläufige Sequenzwiederholung 
„inverted repeat“ (ATTTT-N1-TAAAA) als auch eine direkte Sequenzwiederholung „direct repeat“ 
(TAAAA-N4-TAAAA). Diese Art der Bindemotive können von dem Response-Regulators DegU aus 
B. subtilis erkannt und gebunden werden (140, 219, 257).  
Um nun zu testen, ob das DegS/DegU ZKS einen Einfluss auf das Expressionsmuster des yqiHIK 
Operons hat, wurde die yqiH-treA Reportergenfusion in einen ∆degSU Hintergrund eingebracht. 
Sowohl der korrespondierende Stamm KFB72 als auch der Stamm KFB41 wurden in SMM sowie in 
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SMM mit 1,2 M NaCl kultiviert. Die Messung der TreA-Aktivität zeigte, dass das yqiHIK Gencluster 
nicht mehr osmotisch induziert werden konnte (Abbildung 28 A). Die Transkriptmenge bewegte sich 
dabei nur noch auf einem Basalniveau. Dieses Ergebnis zeigt eindeutig, dass das DegS/DegU ZKS 
maßgeblich an der osmotisch induzierten Expression des yqiHIK Genclusters beteiligt ist. Darüber 
hinaus scheint der Antwort-Regulator DegU als Aktivator zu fungieren, sobald dieser in seiner 
phosphorylierten Form vorliegt. Diese Vermutung konnte durch die Analyse einer DegU-Hypermutante 
untermauert werden (Abbildung 28 B). In dieser Mutante ist die Phosphorylierung des Regulators 
weitaus stabiler, da DegS diesen nicht mehr dephosphorylieren kann (111, 153, 177). Die osmotische 
Induktion (1,2 M NaCl) stieg in dieser Mutante um den Faktor 7 an, wohingegen unter normalen 
physiologischen Bedingungen nur ein geringer Anstieg der Expression um den Faktor 2,5 zu 
verzeichnen war. 
 
A B 
 
Abb. 28: Die yqiHIK Promotoraktivität und deren Abhängigkeit von dem Zwei-Komponenten-Systems 
DegS/DegU. 
Gezeigt ist die TreA-Aktivität der yqiH-treA Wildtyp-Fusion (KFB41; ■) sowie der Fusionsstämme (A) KFB72 
(∆degSU; ■) und (B) KFB78 (degU32 (Hy); ■). Die Bestimmung der TreA-Aktivität erfolgte in SMM sowie in SMM-
1,2 M NaCl. 
 
2. Die Repression des yqiHIK Genclusters durch diverse kompatible Solute 
Um unter hyperosmotischen Bedingungen den Ausstrom von Wasser aus der Zelle zu verhindern, 
stellt die Akkumulation von kompatiblen Soluten eine zentrale Anpassungsstrategie zur 
Osmoprotektion in B. subtilis dar (30, 139, 228). Aus energetischen Gründen wird dabei die Aufnahme 
dieser Osmoprotektiva, sofern diese extrazellulär vorhanden sind, der de novo Synthese vorgezogen. 
In B. subtilis konnten zahlreiche Solute als osmotisch protektiv charakterisiert werden (21, 32, 37, 131, 
139, 152, 201). In vorangegangen Studien zeigte sich, dass beispielsweise das prominente 
kompatible Solut Glycin-Betain eine Repression auf die Transkription zahlreicher salzinduzierter Gene 
ausübt (E. Bremer, persönliche Mitteilung).  
Um nun einen möglichen Einfluss gängiger Osmoprotektiva auf die Promotoraktivität des yqiHIK 
Operons zu untersuchen, wurde der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 unter normalen physiologischen 
sowie hyperosmotischen Bedingungen in SMM kultiviert. Zusätzlich wurden zu den SMM-1,2 M NaCl 
Kulturen jeweils diverse kompatible Solute (Abbildung 29) mit einer Endkonzentration von 1 mM dazu 
gegeben. Nach Erreichen der mittleren-exponentiellen Wachstumsphase (OD578 1-1,5), wurden 
Proben dieser Kulturen entnommen und anschließend in den TreA-Aktivitätstest eingesetzt. Das 
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Ergebnis ist in Abbildung 29 A dargestellt. Als Kontrollen dienten in diesem Versuch die 
Transkriptionslevel des nicht-induzierten (0 M SMM) sowie des induzierten (1,2 M NaCl) yqiHIK 
Promotors. Interessanterweise zeigte sich, dass die Zugabe von Glycin-Betain, Cholin und Prolin-
Betain dazu führt, dass die Expression des Operons auf einem Basalniveau verbleibt, wie es unter 
normalen physiologischen Bedingungen (0 M NaCl) beobachtet werden kann. Die Zugabe der 
kompatiblen Solute Prolin sowie Cholin-O-Sulfat führten ebenfalls zu einer Repression der 
Promotoraktivität, wobei immer noch eine osmotische Induktion des yqiHIK Genclusters zu 
verzeichnen war. Im Gegensatz dazu standen die Osmoprotektiva L-Carnitin, DMSP, Ectoin sowie 
Hydroxy-Ectoin, die keinen Einfluss auf die Transkription des Operons hatten. 
Dieses Expressionsmuster kann nicht durch die strukturellen Unterschiede sowie die Gruppierung der 
Osmolyte in unterschiedliche chemische Klassen erklärt werden (Abbildung 58 im Anhang).  
 
Es stellte sich nun die Frage, ob dieses Phänomen darin begründet liegt, dass die verwendeten Solute 
unterschiedliche osmoprotektive Eigenschaften besitzen. Um diese Frage zu beantworten, wurde der 
Schwerpunkt auf zwei der kompatiblen Solute gelegt. Einerseits wurde Glycin-Betain verwendet, 
welches zur Repression des yqiHIK Operons führt und anderseits wurde L-Carnitin ausgewählt, dass 
wiederum keinen Einfluss auf die Expression des Operon hat. In B. subtilis kann Glycin-Betain über 
drei verschiedene Aufnahmesysteme in die Zelle gelangen. Zum einen über die ABC-Transporter 
OpuA und OpuC sowie zum anderen über den sekundären Transporter OpuD (132, 138). L-Carnitin 
hingegen kann nur über den ABC-Transporter OpuC in die Zelle transportiert werden (131). Daher 
wurde ein Stamm konstruiert (KFB23), in dem alle Aufnahmesysteme (∆opuA, ∆opuD) mit Ausnahme 
des OpuC Transporters (opuC+), deletiert wurden. Zusätzlich trägt dieser Stamm die yqiH-treA Fusion. 
Die kinetischen Parameter für die Aufnahme über das OpuC-Transportsystem sind für die Solute 
Glycin-Betain (KM 6 µM; Vmax 65 nmol min-1 mg-1 Protein) und L-Carnitin (KM 6 µM; Vmax 71,5 nmol  
min-1 mg-1 Protein) nahezu identisch (131, 132). 
Zum Vergleich der Transkriptionslevel wurde der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 sowie der Stamm 
KFB23 in SMM, SMM-1,2 M NaCl oder SMM-1,2 M NaCl-Glycin-Betain/L-Carnitin kultiviert, um 
Aliquots dieser Kulturen in den TreA-Aktivitätstest einzusetzen. Die Expressionsniveaus waren unter 
allen getesteten physiologischen Bedingungen vergleichbar (Abbildung 29 B). Der größte Unterschied 
der Transkriptionslevel konnte jedoch bei der Zugabe von Glycin-Betain observiert werden. Die 
Repression der Expression war in der Wildtyp-Fusion KFB15, der Stamm in dem alle Glycin-Betain 
Transporter intakt sind, stärker, verglichen mit der des OpuC+ Stammes KFB23 mit eingeschränkter 
Glycin-Betain Aufnahmekapazität. 
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Abb. 29: Die Repression des yqiHIK Genclusters durch diverse kompatible Solute. 
(A) Darstellung der yqiHIK Promotoraktivität (KFB15) in SMM (0 M NaCl), SMM-1,2 M NaCl und in SMM-1,2 M 
NaCl sowie der Zugabe von diversen kompatiblen Soluten (1 mM): Glycin-Betain (GB), Cholin, Prolin-Betain,  
L-Carnitin, Cholin-O-Sulfat, DMSP, Ectoin und Hydroxy-Ectoin. Die rote Linie markiert die Induktion der 
Expression des Operons unter hyperosmotischen Bedingungen. (B) Vergleich der TreA-Aktivität der 
Fusionsstämme KFB15 (■) sowie KFB23 (opuC+) (■) in SMM (0 M NaCl), SMM-1,2 M NaCl, SMM-1,2 M NaCl  
(+ Glycin-Betain (GB)) und SMM-1,2 M NaCl (+ L-Carnitin (Car)). 
 
Für die Wildtyp-Fusion yqiH-treA konnte gezeigt werden, dass bereits eine Glycin-Betain 
Konzentration von 250 µM ausreichend ist, um die yqiHIK Promotoraktivität deutlich zu reduzieren 
(Abbildung 59 im Anhang). 
 
2.1. Analyse der osmoprotektiven Eigenschaften von Glycin-Betain und L-Carnitin 
Mit Hilfe des Stammes KFB23 (OpuA-, OpuC+, OpuD-) sollten die osmoprotektiven Eigenschaften der 
ausgewählten Solute untersucht werden. Dafür wurde das Wachstum von KFB23 unter verschieden 
physiologischen Bedingungen (SMM, SMM-1,2 M NaCl oder SMM-1,2 M NaCl-Glycin-Betain/L-
Carnitin) analysiert, indem der Wachstumsertrag in Form der OD578 stündlich verfolgt wurde 
(Abbildung 30). Unter isoosmotischen Bedingungen (0 M NaCl) trat der Stamm KFB23 nach 
achtstündiger Inkubation in die stationäre Phase ein. Die stationäre Phase wurde in SMM-1,2 M NaCl 
jedoch erst nach ca. 30 Stunden der Inkubation erreicht. Die Zugabe von Glycin-Betain als auch  
L-Carnitin führte gleichermaßen zu einer Wachstumsverbesserung des Stammes KFB23 bei hohen 
Salinitäten. Dadurch konnte bewiesen werden, dass die kompatiblen Solute Glycin-Betain als auch  
L-Carnitin gleichwertig als osmotische Schutzsubstanzen fungieren. Dies kann somit nicht die Ursache 
für den unterschiedlichen Einfluss auf die Promotoraktivität des Operons yqiHIK sein. 
  
V. ERGEBNISSE 69
 
Abb. 30: Wachstumsanalyse des Stammes KFB23. 
Der Fusionsstamm KFB23 wurde in SMM (●), SMM-1,2 M NaCl (●) sowie in SMM-1,2 M NaCl und der Zugabe 
von Glycin-Betain (●) oder L-Carnitin (●) kultiviert. Die Ermittlung der optischen Dichte (OD578) erfolgte stündlich. 
 
2.2. Die Bestimmung des intrazellulären Solut-Pools für Glycin-Betain und L-Carnitin 
Da bisher ausgeschlossen werden konnte, dass unterschiedliche osmoprotektive Eigenschaften der 
Solute eine Auswirkung auf das Transkriptionsverhalten des yqiHIK Operons haben, sollte nun 
überprüft werden, ob ein Unterschied in der intrazellulären Solut-Konzentration eine Ursache für 
dieses Phänomen darstellen könnte. Dafür wurde der Wildtyp-Stamm 168 in SMM unter 
hyperosmotischen (1,2 M NaCl) bis zu einer OD578 von 1-1,5 kultiviert. Zusätzlich wurden diese 
Kulturen, mit einem Gemisch aus nicht radioaktiv markiertem sowie [1-14C]- markiertem Glycin-Betain 
und [1-14C]- markiertem L-Carnitin supplementiert. Die intrazelluläre Bestimmung der Solut 
Konzentrationen erfolgte durch die Quantifizierung der Szintillation (122). Für die kompatiblen Solute 
Glycin-Betain und L-Carnitin konnte ein nahezu identischer intrazellulärer Pool ermittelt werden 
(Abbildung 31). Die Konzentration variierte von ca. 400-450 mM. 
 
 
Abb. 31: Die intrazelluläre Konzentration der kompatiblen Solute Glycin-Betain und L-Carnitin. 
Dargestellt ist die Bestimmung des intrazellulären Solut-Pools der radioaktiv markierten Osmolyte [1-14C] Glycin-
Betain (GB*) und [1-14C] L-Carnitin (Car*) durch die Quantifizierung der Szintillation (122) in dem B. subtilis 
Wildtyp-Stamm, der in SMM mit 1,2 M NaCl in Anwesenheit von Glycin-Betain oder L-Carnitin kultiviert worden 
war. 
 
Ein Unterschied in der zytoplasmatischen Konzentration der kompatiblen Solute konnte somit 
ebenfalls als mögliche Ursache ausgeschlossen werden. Aufgrund dessen ist bisher unklar, welcher 
zelluläre Mechanismus hinter dem unterschiedlichen Einfluss der Osmoprotektiva auf die Expression 
des yqiHIK Operons steckt. In diesem Zusammenhang wurde der Einfluss des DNA-Supercoilings als 
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generellen Transkriptionsfaktor diskutiert (276). Es ist bekannt, dass eine erhöhte Salinität einen 
Einfluss auf das Supercoiling-Verhalten von DNA hat, denn unter diesen Bedingungen liegt die DNA 
negativ-spiralisiert vor (7, 115, 150). Demnach ist denkbar, dass die kompatiblen Solute direkt die 
Transkription beeinflussen, in dem sie das Supercoiling-Verhalten modifizieren. Kompatible Solute 
sind in der Lage Makromoleküle in ihrer natürlichen Konformation zu stabilisieren (30, 139, 228). 
Darüber hinaus wurde gezeigt, dass die Solute unterschiedliche Fähigkeiten haben, als 
Schutzsubstanzen zu fungieren. Ein gutes Osmoprotektivum kann gleichzeitig eine schlechte Hitze- 
oder auch Kälte-Protektion hervorrufen (31, 117, 122). Diese differenzierten Eigenschaften könnten 
demnach die Unterschiede auf das Transkriptionsverhalten von osmotisch induzierten Genen 
erklären. Somit bleibt die Frage offen, ob eine generelle Struktureigenschaft existiert, die in der 
Promotorregion salzinduzierter Gene vorhanden ist, und welche auf die Anwesenheit von kompatiblen 
Soluten antwortet. 
 
3. Biofilm-Formation vs. Sporulation: Der Beitrag des yqiHIK Genclusters zu diesen 
Differenzierungsprozessen 
Die erste Passage des Kapitels Ergebnisse, behandelte die funktionelle und physiologische 
Charakterisierung der N-Acetylmuramyl-L-Alanin-Amidase YqiI aus B. subtilis. Ein Schwerpunkt dieser 
Passage umfasste dabei die salzinduzierte Expression des yqiHIK Operons, wobei ein Einfluss des 
Zwei-Komponenten Systems DegS/DegU (71, 198) postuliert wurde (Abbildung 28).  
In den kürzlich veröffentlichen Tiling-Array-Daten (205) wurde neben der Salzinduktion, auch eine 
Repression des yqiHIK Operons unter biofilminduzierenden Bedingungen festgestellt. Im weiteren 
Verlauf wird nun ein möglicher Einfluss des Repressor-Proteins SinR auf die Regulation des 
Genclusters vorgestellt (Abbildung 32). Das sinR Gen kodiert für einen Master-Regulator, der in 
B. subtilis für die Biofilm-Formation verantwortlich ist (42, 135, 167). Das SinR Protein reprimiert dabei 
zwei Gencluster, die für die extrazelluläre Matrix-Formation notwendig sind, und deren Expression 
somit eine Voraussetzung für die Biofilm-Formation in B. subtilis darstellt (46, 135). Der Antagonist 
des SinR Proteins ist das SinI Protein (135), welches in der Lage ist, an SinR zu binden und dadurch 
das Biofilm-Verhalten zu fördern (Abbildung 32). 
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Abb. 32: Der Biofilm-Repressor SinR aus B. subtilis.  
Dargestellt ist die Regulation des Repressor-Proteins SinR. Dieser Transkriptionsfaktor bindet an die Promotoren 
der beiden Transkriptionseinheiten epsA-O sowie yqxM-sipW-tasA, wobei deren Expression dadurch gehindert 
wird. Nach der Synthese des Antagonisten SinI bindet dieser an SinR, was wiederum mit einer 
Konformationsänderung von Seiten des Repressors SinR einhergeht. Es folgt die Expression der Gencluster 
epsA-O sowie yqxM-sipW-tasA, die für die Matrix-bildenden Proteine kodieren. Dies stellt eine Voraussetzung für 
die Biofilm-Formation in B. subtilis dar.  
 
Die Gene sinR sowie sinI gehören darüber hinaus zum Spo0A- als auch AbrB-Regulon (47, 193). Der 
Regulator Spo0A stellt dabei den Master-Regulator der Sporulation in B. subtilis dar (116, 193, 227). 
Diese beiden Differerenzierungs-Prozesse, die Biofilm-Formation zum einen als auch der Eintritt in die 
Sporulation zum anderen, sind in B. subtilis regulatorisch eng miteinander vernetzt (4, 81, 99). Daher 
wird im weiteren Verlauf dieser Arbeit ebenfalls ein möglicher Einfluss der YqiHIK Proteine auf den 
Sporulationsprozess vorgestellt. Darüber hinaus ist bekannt, dass Zellwandhydrolasen eine wichtige 
Funktion bei der Sporulation als auch Keimung spielen. Diese Enzyme sind für eine Umstrukturierung 
der Zellwand bzw. des Sporen-Peptidoglykans verantwortlich (194, 258, 280). 
 
3.1. Der Einfluss des Repressor-Proteins SinR auf die Expression des yqiHIK Operons aus 
B. subtilis 
Um einen möglichen Einfluss des SinR Proteins auf die Regulation des yqiHIK Operons zu 
untersuchen, wurde das yqiH-treA Reportergenkonstrukt in verschiedene B. subtilis 
Stammhintergründe (∆sinR; ∆sinI) eingebracht. Der Wildtyp-Fusionsstamm KFB41 sowie die Stämme 
KFB42 (∆sinR) und KFB46 (∆sinI) wurden in SMM sowie SMM-1,2 M NaCl kultiviert und bei Eintritt in 
die mittlere exponentielle Phase (OD578 1-1,5) geerntet und in den TreA-Enzym-Assay eingesetzt. Das 
daraus bestimmte Expressionslevel (ca. 50 bis 60 Units) der Stämme KFB41 und KFB42 war unter 
hyperosmotischen Bedingungen, nahezu identisch (Abbildung 33 B). Der Stamm KFB46 zeigte jedoch 
unter diesen Bedingungen ein Expressionsniveau, was nur bei ca. 25 Units lag und somit genau die 
Hälfte von dem darstellte, was bei den anderen Stämmen beobachtet werden konnte. 
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Überraschenderweise konnte unter isoosmotischen Bedingungen (0 M NaCl) ein enormer Anstieg der 
Expression des yqiHIK Operons, in dem SinR Deletionsstamm KFB42 festgestellt werden (Abbildung 
33 B). Dieses Expressionsmuster suggeriert, dass das SinR Protein an die Promotorregion des yqiHIK 
Genclusters binden könnte und somit eine Expression unter normalen physiologischen Bedingungen 
verhindert. Die Expression kann jedoch unter hyperosmotischen Bedingungen induziert werden. Die 
SinR-abhängige Expression unterliegt dabei ebenfalls der Kontrolle des Antagonisten SinI. Fehlt 
dieses Protein kann weder unter iso- als auch unter hyperosmotischen Bedingungen das Wildtyp-
Expressionsniveau erreicht werden.  
Das Repressor-Protein SinR ist ein DNA-Bindeprotein, welches eine spezifische Sequenzabfolge 
(GTTCTCT) auf der DNA erkennt (46, 50, 135). Dabei konnten verschiede Bindemuster typisiert 
werden. Zum einen kann der SinR Transkriptionsfaktor ein Einzelmotiv oder in einer gegenläufigen 
Weise angeordnetes Motiv erkennen. Des Weiteren kann eine Tandem-Sequenz erkannt und 
gebunden werden (50). Die Inspektion der yqiHIK Promotorregion (Abbildung 33 A) ergab, dass in der 
Tat zwei mögliche SinR Bindestellen existieren. Eine davon überlappt direkt mit der -35 Region des 
SigA-abhängigen yqiHIK Promotors während die andere 18 bp stromaufwärts zu dieser 
überlappenden Binderegion liegt.  
Zur Untersuchung der möglichen SinR Binderegionen wurde eine zielgerichtete Mutagenese 
durchgeführt, die eine SinR Bindung an die DNA verhindern sollte. Dabei wurden jeweils zwei 
verschiedene Mutagenese-Ansätze verfolgt. Als Bindestelle I wurde die mit der -35 Region 
überlappende Binderegion definiert. In dieser wurde in einem ersten Schritt das Konsensus-Motiv 
(GTTGTCT  CCCGTCT) modifiziert und der daraus resultierende Stamm KFB65 genannt. In einer 
zweiten Mutagenese wurde nahezu das gesamte Motiv (GTTGTCT  AAAAAAT) (KFB69) mit 
Ausnahme von dem Basenpaar (T/A), dass zur -35 Region gehört, verändert. Die stromaufwärts 
gelegene Region wurde als Bindestelle II definiert. Dabei wurde das Motiv zum einen in eine AT-
reiche Region umgewandelt (ATGGAAC  AAAAAAA) und zum anderen zu einem GC-reichen 
Abschnitt (ATGGAAC  CCCCCCC) mutagenisiert. Die daraus entstandenen Stämme wurden 
KFB70 sowie KFB71 genannt.  
In einem daran anschließenden Versuch wurden die TreA-Fusionsstämme KFB41, KFB42 (∆sinR), 
KFB46 (∆sinI), KFB65 und KFB69 (Mutagenese der Bindestelle I) sowie KFB70 und KFB71 
(Mutagenese der Bindestelle II) in SMM und SMM mit 1,2 M NaCl kultiviert. Nach einer analogen 
Vorgehensweise wurden Aliquots zur Bestimmung der TreA-Aktivität eingesetzt. Das Ergebnis ist in 
Abbildung 33 C dargestellt. Die Stämme KFB41, KFB42 (∆sinR) sowie KFB46 (∆sinI) zeigten ein 
Expressionsmuster, wie es bereits zuvor (Abbildung 33 B) beschrieben wurde. Interessanterweise 
konnte eine Induktion der Expression des yqiHIK Operons unter normalen physiologischen 
Bedingungen in allen Stämmen festgestellt werden, in denen die putativen SinR Bindemotive (I und II) 
mutagenisiert worden waren. Das Expressionsniveau lag dabei jedoch unter dem, in einer SinR 
Deletionsmutante (KFB42) ermittelten Niveaus (Abbildung 33 C). 
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Abb. 33: Die Identifikation zweier möglicher SinR Bindestellen in der regulatorischen Region des yqiHIK 
Operons. 
(A) Darstellung der DNA-Sequenz des 300 bp langen Fragments der yqiH-treA Wildtyp-Fusion (KFB41). Eine 
putative SinR Bindestelle (Bindestelle I) überlappt mit der -35 Region des SigA-Promotors und ist mit einer blauen 
Box gekennzeichnet. Eine weitere putative SinR Erkennungssequenz (Bindestelle II) ist durch eine grüne Box 
hervorgehoben. (B) und (C) Abgebildet ist die TreA-Aktivität von B. subtilis Kulturen, die zuvor in SMM-0 M NaCl 
sowie in SMM-1,2 M NaCl kultiviert worden waren. Folgende Fusionsstämme wurden verwendet: KFB41 (■), 
KFB42 (∆sinR) (■), KFB46 (∆sinI) (■), KFB65 (■) und KFB69 (■) (Mutagenese des Bindemotivs I) sowie KFB70 
(■) und KFB71 (■) (Mutagenese des Bindemotivs II). 
 
Dieses Ergebnis unterstützt die These, dass die zwei identifizierten DNA-Regionen, SinR-Bindestellen 
sein könnten. Die Tatsache, dass unter hyperosmotischen Bedingungen (1,2 M NaCl) eine Repression 
der yqiHIK Expression in den Stämmen KFB69-KFB71 (Mutagenese der Bindemotive I und II) 
stattgefunden hat, könnte wiederum an der räumlichen Nähe der SinR-Binderegionen zur -35 Region 
des salzinduzierten SigA-abhängigen Promotors liegen.  
 
3.1.1. Der Repressor AbrB besitzt ebenfalls einen Einfluss auf die Expression des yqiHIK 
Genclusters 
Wie bereits erwähnt wurde, ist das sinI Gen Bestandteil des AbrB-Regulons (47). Die Expression 
dieses Gens wird dabei zunächst durch den Repressor AbrB verhindert. Aufgrund dessen sollte ein 
möglicher Effekt des AbrB-Proteins auf die Aktivität des yqiHIK Genclusters untersucht werden. Dafür 
wurde erneut das yqiH-treA-Fusionskonstrukt in einen AbrB Deletionsstamm eingebracht (KFB43) und 
die TreA-Aktivität unter den herkömmlichen physiologischen Bedingungen (0 M sowie 1,2 M NaCl) 
untersucht. Als Kontrollen dienten dabei der Wildtyp-Fusionsstamm KFB41 sowie die Stämme KFB42 
(∆sinR) und KFB46 (∆sinI). In einer AbrB Deletionsmutante konnte das yqiHIK Gencluster in SMM mit 
1,2 M NaCl nicht mehr voll induziert werden (Abbildung 34). 
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Abb. 34: Der Einfluss des Regulators AbrB auf die Expression des yqiHIK Genclusters. 
Gezeigt ist die Determination der TreA-Aktivität der Stämme KFB41 (Wildtyp-Fusion; ■), KFB42 (∆sinR; ■), 
KFB43 (∆abrB; ■) und KFB46 (∆sinI; ■). Die Expression der yqiH-treA Fusion wurde von Zellen bestimmt, die in 
SMM ohne die Zugabe von NaCl sowie in SMM mit 1,2 M NaCl gewachsen worden waren. 
 
Analog zu SinR erkennt der Transkriptionsfaktor AbrB ebenfalls ein spezifisches Bindemotiv auf der 
DNA (47). Da eine solche AbrB Binderegion nicht in yqiHIK Promotornähe nach Inspektion der DNA 
identifiziert werden konnte, scheint der Effekt des AbrB Proteins auf die Promotoraktivität des yqiHIK 
Operons, indirekt zu sein. 
 
3.1.2. Heterologe Produktion und Reinigung des SinR Proteins aus B. subtilis 
In den TreA-Enzym-Assays konnte eindeutig eine Beteiligung des SinR Proteins an der Aktivität des 
yqiHIK Promotors aufgezeigt werden. Durch die Mutagenese-Studien konnten zwei putative 
Bindestellen des SinR Proteins identifiziert werden. Um nun diese DNA-Regionen zweifelsfrei als 
SinR-Bindestellen zu definieren, müsste eine DNA-Bandshift-Analyse durchgeführt werden. Eine 
solche Analyse konnte im Zusammenhang mit meiner Dissertation aus Zeitgründen nicht mehr 
durchgeführt werden. Eine Voraussetzung stellt jedoch die Reinigung des SinR Proteins dar. Dafür 
wurde der Leserahmen des sinR Gens in einen Vektor kloniert, der eine N-terminale Strep-TagII 
Fusion ermöglicht. Das daraus entstandene Plasmid pKF44 wurde daraufhin in E. coli Arctic Express 
(DE3) RIL transformiert. Die heterologe Expression des sinR Gens erfolgte nach Induktion durch AHT. 
Anschließend wurde das synthetisierte Protein mittels Strep-Tag Affinitätschromatographie gereinigt. 
Die erfolgreiche Produktion sowie der Reinheitsgrad des SinR Proteins sind Abbildung 35 zu 
entnehmen. 
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Abb. 35: Heterologe Expression und Reinigung des SinR Proteins aus B. subtilis. 
Abgebildet ist die SDS-PAGE nach der Coomassie-Färbung. Der E. coli Zellextrakt wurde vor (Spur 1) sowie 
nach der Induktion (Spur 2) der SinR-Expression mittels AHT aufgetragen. Die Reinigung des SinR Proteins 
(6 µg) erfolgte mit Hilfe der Strep-Tag Affinitätschromatographie (Spur 3).  
 
3.1.3. Physiologische Untersuchung der Deletionsmutante KFB8 zum Biofilm-Verhalten in 
B. subtilis 
Das SinR Protein ist ein Master-Regulator für die Biofilm-Formation in B. subtilis (42, 135, 167). 
Nachdem ein Einfluss dieses Proteins auf die Promotoraktivität des yqiHIK Operons bestimmt werden 
konnte, stellte sich nun die Frage, ob die Deletionsmutante KFB8 (∆yqiHIK) einen Phänotyp unter 
biofilminduzierenden Bedingungen besitzt. Dabei ist anzumerken, dass der B. subtilis Wildtyp-Stamm 
168, in dessen Hintergrund die Gendeletion eingebracht wurde, nicht in der Lage ist, einen robusten 
Biofilm auszubilden (187). Bei diesem Wildtyp-Stamm handelt es sich um eine domestizierte Wildtyp-
Linie, die über Jahrzehnte hinweg als Laborstamm verwendet wurde und dadurch die Fähigkeit 
verloren hat, einen Biofilm auszubilden. Dafür konnten kürzlich durch McLoon et al. (187) die genauen 
Mutationen aufgedeckt werden, die für dieses Verhalten verantwortlich sind. Um das Biofilm-Verhalten 
in B. subtilis zu studieren, wurde der Stamm NCIB3610 (3610) verwendet, bei dem es sich um einen 
„wilden“ Vorläufer zu dem Stamm 168 handelt (27, 136).  
Experimentell kann die Biofilm-Formation sowohl auf Kolonie-Ebene analysiert werden, als auch durch 
die Ausbildung eines Pellicles in einer Flüssigkultur (27). Um das Biofilm-Verhalten der 
Deletionsmutante zu studieren, wurde die yqiHIK Deletion zusätzlich in den Wildtyp-Hintergrund des 
Stammes 3610 eingebracht (KFB66). Die beiden Wildtyp-Stämme 168 und 3610 sowie die 
Deletionsmutanten KFB8 und KFB66, wurden in einer LB-Kultur über Nacht bei 37°C inkubiert. Am 
nächsten Tag wurden mit diesen Kulturen zum einen MSgg-Agarplatten sowie andererseits MSgg-
Flüssigkulturen inokuliert. Diese wurden daraufhin für mindestens drei Tage bei 30°C inkubiert. Das 
Biofilm-Verhalten wurde zusätzlich noch in Abhängigkeit steigender NaCl-Konzentrationen (0 M NaCl 
 0,5 M NaCl) sowie auf den Einfluss des Osmoprotektivum Glycin-Betain (GB) hin untersucht. Das 
Ergebnis ist in Abbildung 36 dargestellt. Der Stamm 3610 zeigte auf MSgg-Agarplatten (0 M NaCl) die 
typischen lammellenartigen Oberflächenstrukturen, die charakteristisch für die Biofilm-Formation in 
B. subtilis sind. Darüber hinaus konnten auch in MSgg-Flüssigkulturen die Ausbildung von Pellicles 
beobachtet werden. Diese dünne, membranartige Schicht bildet sich direkt an der Grenzfläche 
zwischen Medium und Luft aus (27, 167). Überraschenderweise blieb die Ausbildung eines Biofilm auf 
MSgg-Agarplatten, denen 0,5 M NaCl zugesetzt wurde, aus. Unter allen getesteten Bedingungen 
zeigte jedoch das kompatible Solut Glycin-Betain einen positiven bzw. stabilisierenden Effekt auf die 
Biofilm-Formation in B. subtilis. Besonders deutlich konnte dies auf den NaCl-Platten beobachtet 
werden. Der Stamm 3610 konnte nach Zugabe von Glycin-Betain die Ausbildung des Biofilms 
verbessern, obwohl die Robustheit des Biofilms, den unter isoosmotischen Bedingungen nicht gleich 
kommt. Der Wildtyp-Stamm 168 war wie erwartet nicht in der Lage, einen Biofilm unter den hier 
getesteten Bedingungen auszubilden. Auch die Zugabe von Glycin-Betain hatte keinen Einfluss 
darauf. In dem Deletionsstamm KFB66 konnte ein identisches Biofilm-Verhalten beobachtet werden, 
wie es bereits für den Wildtyp-Stamm 3610 beschrieben wurde. Die Deletion des yqiHIK Operons 
zeigte in diesem Stamm-Hintergrund keinen Einfluss auf das Biofilm-Verhalten.  
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Interessanterweise war die yqiHIK Deletionsmutante in der Lage sowohl auf Fest- sowie 
Flüssigmedium einen Biofilm auszubilden, obwohl diese Deletion in den 168 Stamm-Hintergrund 
eingebracht worden war. Das Biofilm-Verhalten war analog zu dem der Stämme 3610 sowie KFB66, 
wobei die Robustheit des Biofilms dem des Stammes 3610 nicht gleich kommt. 
 
 
Abb. 36: Die Analyse des Biofilm-Verhaltens der Deletionsmutante KFB8. 
Dargestellt ist das Biofilm-Verhalten der B. subtilis Stämme 3610, 168, KFB8 (168 ∆yqiHIK) und KFB66 (3610 
∆yqiHIK) in MSgg-Flüssig (Pellicle) - sowie Festmedium (Kolonie). Die Biofilm-Formation wurde zusätzlich auf 
MSgg-Festmedium mit der Addition von 0,5 M NaCl sowie der Zugabe von Glycin-Betain (GB) analysiert. 
 
Wie bereits erwähnt wurde, konnten in insgesamt vier Genen (sfp, epsC, swrA, und degQ) Mutationen 
identifiziert werden, die dazu führen, dass der Wildtyp 168 nicht mehr in der Lage ist, einen Biofilm 
auszubilden (187). Das Sfp Protein ist dabei an der Surfactin Produktion in B. subtilis beteiligt (173), 
wohingegen die Gene epsC, swrA sowie degQ für ein Matrix-produzierendes Protein (27, 167), ein in 
die Motilität involviertes Protein (136) sowie für ein regulatorisches Enzym kodieren (146). Revertiert 
man alle diese Mutationen, kann die Ausbildung eines Biofilm wieder hergestellt werden (187). Um 
nun die Frage zu klären, ob in dem Stamm KFB8 eine oder mehrere dieser Mutationen revertiert 
waren, wurden die besagten Genregionen sequenziert. Als Kontrollen dienten dabei die beiden 
Wildtyp-Stämme 168 sowie 3610. Das Ergebnis dieser Sequenzierung ist in Abbildung 60 im Anhang 
dargestellt. Der Genotyp des Stammes KFB8 unterschied sich in keinem der getestet Markergene von 
dem des Wildtyp-Stammes 168. Die Rückführung der Mutationen der Biofilm-Markergene ist somit 
nicht die Ursache für den Phänotyp des Stammes KFB8 unter biofilminduzierenden Bedingungen. 
 
3.2. Der Einfluss der Deletionsmutante KFB8 in den Sporulationsprozess: Die Bestimmung 
des Sporentiters  
Nachdem der Einfluss des yqiHIK Operons auf das Biofilm-Verhalten in B. subtilis untersucht wurde, 
sollte nun im weiteren Verlauf ein mögliches Einwirken der YqiHIK Proteine auf den 
Sporulationsprozess analysiert werden.  
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Dafür wurde zunächst der Sporentiter in einem spezifischen Sporulationsmedium (DSM) bestimmt. 
Der B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 sowie die Zellwandhydrolase-Mutanten KFB8 (∆yqiHIK), KFB9 
(∆lytC), KFB10 (∆yrvJ), KFB16 (∆cwlC) und KFB17 (∆cwlD) wurden in SMM-Vorkulturen über Nacht 
bei 37°C inkubiert. Mit Hilfe dieser Vorkulturen wurden am nächsten Tag die Hauptkulturen in DSM 
angeimpft (OD578 0,1). Der Wachstumsertag wurde in regelmäßigen Abständen durch das Messen der 
optischen Dichte bei 578 nm verfolgt (Abbildung 37 A). Der Eintritt in die stationäre Phase wird als 
Initiation der Sporulation definiert und mit T0 bezeichnet. Nach 24-stündiger Inkubation wurde der 
Sporentiter der einzelnen Stämme bestimmt. Dargestellt wurden die Koloniebildenden-Einheiten (KBE 
in %) (Abbildung 37 B). Der Sporentiter des Wildtyp-Stammes lag bei 8.8 x 109 ml-1. Das 
Wachstumsverhalten der diversen Einzelmutanten in DSM verlief, verglichen zum Wildtyp 168 nahezu 
deckungsgleich. Alle Kulturen traten nach 180 Minuten in die stationäre Phase ein (Abbildung 37 A), 
weshalb dieser Zeitpunkt als T0 definiert wurde. Die KBE der einzelnen Zellwandhydrolase-Mutanten 
waren identisch zu denen des Wildtyps. Diese variierten von 75 bis 110 %. Für den Stamm KFB17 
(∆cwlD) konnte durch diese Methode keine Sporulationsfrequenz bestimmt werden, da die cwlD- 
Gendeletion zu einem Germinations-Phänotyp führt. Diese Mutante ist in der Lage hitzeresistente 
Sporen zu bilden, wobei diese nicht mehr auskeimen können (249). 
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Abb. 37: Die Quantifizierung der Sporulationsfrequenz in DSM. 
(A) Gezeigt ist das Wachstumsverhalten (OD578) der B. subtilis Stämme 168 (■), KFB8 (∆yqiHIK) (■), KFB9 
(∆lytC) (■), KFB10 (∆yrvJ) (■), KFB16 (∆cwlC) (■) sowie KFB17 (∆cwlD) (□). Der Eintritt in die stationäre Phase 
ist mit einem Pfeil markiert und wird als T0 definiert. Die Sporulation wurde somit nach 180 Minuten initiiert. (B) 
Darstellung der Koloniebildenden-Einheiten (KBE [%]) der diversen Einzelmutanten im Vergleich zum Wildtyp. 
 
Die Bestimmung des Sporentiters in DSM offenbarte keinen Unterschied zwischen den diversen 
Stämmen. Im Anschluss daran wurde der Sporentiter nun in dem Minimal-Medium SMM analysiert. 
Dafür wurden die Hauptkulturen in SMM für 26 Stunden bei 37°C inkubiert, um im Anschluss daran 
die KBE zu bestimmen. Im Vergleich zu der Sporulationsfrequenz, die in DSM bestimmt werden 
konnte, variierten die KBE in SMM von 15 bis 45 % (Abbildung 38 A). Überraschenderweise wiesen 
alle Zellwandhydrolase-Mutanten, verglichen mit dem Wildtyp-Stamm 168, zu diesem Zeitpunkt eine 
Hyper-Sporulation auf. Dieser Phänotyp konnte mikroskopisch eindeutig bestätigt werden (Abbildung 
38 B). Auch in diesem Experiment konnte keine KBE für die Deletionsmutante KFB17 (∆cwlD) 
determiniert werden. Die Hyper-Sporulation konnte mikroskopisch jedoch auch für diese Mutante 
beobachteten werden.  
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Abb. 38: Die Quantifizierung der Sporulationsfrequenz in SMM. 
(A) Darstellung der Koloniebildenden-Einheiten (KBE [%]) der diversen Einzel-Mutanten KFB8 (∆yqiHIK) (■), 
KFB9 (∆lytC) (■), KFB10 (∆yrvJ) (■), KFB16 (∆cwlC) (■) sowie KFB17 (∆cwlD) (□) im Vergleich zum Wildtyp 168 
(■). (B) Phasenkontrastmikroskopie der diversen B. subtilis Stämme nach 26-stündiger Inkubation in SMM. Der 
Größenstandard entspricht 5 µm. Die Mikroskopie-Bilder wurden mit einer 1.000-fachen Vergrößerung 
aufgenommen.  
 
Die Ursache für die erhöhte Sporulationsfrequenz der Zellwandhydrolase-Mutanten ist bisher unklar. 
Es ist jedoch bekannt, dass solche Stämme eine frühzeitige Sporulation aufweisen, die ein 
Wachstumsdefizit besitzen und aufgrund dessen einen Vorteil haben, die Initiation der Sporulation zu 
beschleunigen (223). 
 
3.2.1. Die Induktion der yqiHIK Expression nach Initiation der Sporulation  
Nach der physiologischen Charakterisierung der Deletionsmutante KFB8 unter Sporulations-
Bedingungen, sollte im Folgenden die Analyse der Expression des yqiHIK Operons unter analogen 
Voraussetzungen erfolgen. Dafür wurde der TreA-Fusionsstamm KFB15 in DSM kultiviert. In 
regelmäßigen Abständen wurden Proben entnommen, die sowohl zur Bestimmung des 
Wachstumsertrags verwendet wurden, als auch zur Bestimmung der TreA-Aktivität eingesetzt wurden. 
Der Eintritt in die stationäre Phase und somit die Initiation der Sporulation erfolgte nach 180 Minuten 
(T0) (Abbildung 39). Die Promotoraktivität des yqiHIK Genclusters stieg direkt nach Eintritt in die 
Sporulation (T0) von einem Basalniveau (5-10 Units) auf ca. 40 Units an. Dieses Expressionsniveau 
steigerte sich im weiteren Verlauf auf ca. 70 Units. Diese Promotoraktivität unter Sporulations-
Bedingungen entspricht somit der nach der Salzinduktion (Abbildung 24). Die Induktion der yqiHIK 
Transkription direkt nach Initiation der Sporulation suggeriert, dass die YqiHIK Proteine eine Rolle 
während der frühen Sporulation zu spielen scheinen. Im Falle von Zellwandhydrolasen ist bekannt, 
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dass diese an der Restrukturierung der Zellwand sowie bei der Bildung des Sporen-Peptidoglykans 
beteiligt sind (194, 258, 280). 
 
 
Abb. 39: Die Induktion der yqiHIK Expression nach Initiation der Sporulation. 
Dargestellt ist das Wachstumsverhalten des yqiH-treA Fusion-Stammes KFB15 in DSM (●). Der Eintritt in die 
stationäre Phase wird mit einem Pfeil markiert und mit T0 definiert. Die Sporulation wurde somit nach 180 Minuten 
initiiert. Die Ermittlung des Wachstumsertrages erfolgte durch die Messung der OD578 in regelmäßigen 
Zeitperioden. Zusätzlich wurde zu diesen Zeitpunkten die TreA-Aktivität (■) bestimmt. 
 
3.2.2. Die Expression des yqiHIK Operons bei Initiation der Sporulation ist SinR/SinI-abhängig 
Um eine mögliche SinR/SinI-Abhängigkeit unter Sporulations-Bedingungen zu untersuchen, wurde der 
Wildtyp-Fusionsstamm KFB41 als auch die Fusionsstämme KFB42 (∆sinR) KFB46 (∆sinI) in DSM 
kultiviert. Der Wachstumsverlauf und die TreA-Aktivität wurden nach regelmäßigen Zeitintervallen 
bestimmt (Abbildung 40). Der Eintritt in die stationäre Phase erfolgte ebenfalls nach 180 Minuten (T0) 
(Abbildung 40 A). Es konnte erneut beobachtet werden, dass die Promotoraktivität nach Initiation der 
Sporulation in dem Stamm KFB41 kontinuierlich anstieg. Das Expressionsniveau der SinR 
Deletionsmutante überragte dabei zu jedem Zeitpunkt das der Wildtyp-Fusion. Fehlt jedoch der 
Antagonist SinI, verblieb die Expression auf einem Basalniveau. Der yqiHIK Promotor konnte in dem 
Stamm KFB46 (∆sinI) nicht mehr induziert werden (Abbildung 40 B). 
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Abb. 40: Die Abhängigkeit der Initiation der yqiHIK Expression in DSM vom SinR Regulator. 
(A) Gezeigt ist das Wachstumsverhalten (OD578) der B. subtilis Stämme KFB41 (Wildtyp-Fusion; ■), KFB42 
(∆sinR; ■) und KFB46 (∆sinI; ■) in DSM. Der Eintritt in die stationäre Phase ist mit einem Pfeil markiert und wird 
als T0 definiert. Die Initiation der Sporulation erfolgt nach 180 Minuten. (B) Darstellung der TreA-Aktivität zu 
verschieden Zeitpunkten während der Inkubation in DSM.  
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Dieses Expressionsmuster legt die Vermutung nahe, dass die Transkription des yqiHIK Operons unter 
Sporulations-Bedingungen einer SinR/SinI-Abhängigkeit unterliegt. Die Deletion des SinR Repressors 
führt dabei zu einer Erhöhung der Expressionsrate, wohingegen das Fehlen des SinI Proteins zur 
Repression des Operons führt. Das SinI Protein ist somit nicht mehr in der Lage an den Antagonisten 
SinR zu binden. Dieser verweilt dann als Repressor in Promotornähe auf der DNA und verhindert 
dadurch die Transkription des yqiHIK Genclusters.  
 
3.2.3. Der salzinduzierbare, SigA-abhängige Promotor ist nicht für die Expression des yqiHIK 
Genclusters unter Sporulations-Bedingungen verantwortlich 
Nachdem eine Erhöhung der Promotoraktivität des yqiHIK Operons unter Sporulations-Bedingungen 
ermittelt wurde, stellte sich nun die Frage, ob die Erhöhung der Transkription ebenfalls von dem SigA-
Promotor abhängig ist, der zuvor unter hyperosmotischen Bedingungen (1,2 M NaCl) identifiziert 
werden konnte (Abbildung 25). Um diese Frage zu beantworten, wurde sowohl der Wildtyp-
Fusionsstamm KFB15 als auch der Stamm KFB33, in dem das hochkonservierte invariante T der -10 
Region des SigA-Promotors mutagenisiert wurde (Tabelle 7), in DSM kultiviert. Diese Mutation zerstört 
die osmotisch regulierte Promotoraktivität des SigA-abhängigen Promotors (Tabelle 7). In 
regelmäßigen Zeitintervallen wurden Proben dieser Kulturen entnommen und in den TreA-
Aktivitätstest eingesetzt. Das Ergebnis ist in Abbildung 41 vorzufinden. Die Initiation der Sporulation 
erfolgte nach 180 Minuten der Inkubation, was erneut mit einer starken Erhöhung der 
Promotoraktivität einherging. Die TreA-Aktivität der beiden Stämme ist zu jedem gemessenen 
Zeitpunkt nahezu identisch. Wenn die Expression unter Sporulations-Bedingungen von dem zuvor 
bestimmten SigA-abhängigen Promotor gesteuert werden würde, hätte in der invarianten T Mutante 
(KFB33) keine Expression des yqiHIK Operons stattfinden dürfen. Die Transkription des yqiHIK 
Genclusters muss somit von einem sporulationsspezifischen Promotor gesteuert werden. 
 
 
Abb. 41: Der Einfluss des salzabhängigen SigA-Promotors auf die Induktion des yqiHIK Operons in DSM. 
Der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 (■) sowie der Stamm KFB33 (□) in dem das invariante T mutagenisiert (-10 
Region) wurde, wurden in DSM kultiviert. Die Promotoraktivität des yqiHIK Operons wurde zu verschiedenen 
Zeitpunkten bestimmt. Die Sporulation wurde nach 180 Minuten initiiert (T0). 
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3.2.4. Primer-Extension-Analyse zur Bestimmung des sporulationsspezifischen Promotors 
Durch den zuletzt vorgestellten Versuch (Abbildung 41) kristallisierte sich heraus, dass die 
Transkription des yqiHIK Operons durch einen weiteren Promotor reguliert wird. Da dieser Promotor 
unter Sporulations-Bedingungen aktiv ist, wurde erneut eine Primer-Extension-Analyse durchgeführt. 
Diesmal wurde der Wildtyp-Stamm 168 (pKF16) in DSM kultiviert und nach fünfstündiger Inkubation 
(nach Inokulation) geerntet. Zu diesem Zeitpunkt konnte davon ausgegangen werden, dass die 
sporulationsabhängige Induktion der Transkription des yqiHIK Operons stattgefunden hat. Aus diesen 
Kulturen wurde schließlich die Gesamt-RNA isoliert und für eine Primer-Extension-Reaktion 
eingesetzt. Es konnte eine yqiHIK spezifische mRNA detektiert werden (Abbildung 42 B). Der dadurch 
bestimmte Transkriptionsstart (+1) lag in dieser Reaktion in der kodierenden Region des Gens yqiH 
(Abbildung 42 A). Eine Inspektion dieser Region zeigte eine -35 sowie -10 Region, die 
Sequenzähnlichkeiten zu der Konsensus-Sequenz von SigH-abhängigen Promotoren aufweist. Trotz 
einer hohen Variabilität konnten die charakteristischen Muster der Konsensus-Sequenz  
(R-AGGAwWW-11-14 bp-R-GAATww) wieder gefunden werden. Die -35 und -10 Region werden in 
dem Fall durch einen 14 bp langen Spacer voneinander getrennt. Die -10 Region überlappt mit dem 
Translationsstart des YqiH Proteins (Abbildung 42 A). Der Sigmafaktor SigH ist für die Regulation von 
Genen verantwortlich, die für die frühe Sporulation notwendig sind (33, 93). Eine SigH-abhängige 
Transkription des yqiHIK Operons würde demnach im Einklang zu den Reportergen-Studien 
(Abbildung 41) stehen, da gezeigt wurde, dass die Expression direkt zur Initiation der Sporulation 
induziert wird. Dies deutet darauf hin, dass die Genprodukte funktionell eine Rolle während der frühen 
Sporulation spielen. 
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Abb. 42: Die Identifikation des yqiHIK Transkriptionsstartpunktes bei Eintritt in die Sporulation. 
(A) Abgebildet ist die Nukleotidsequenz der yqiHIK Promotorregion. Die -35 und -10 Region des salzinduzierten 
SigA Promotors sind grau unterlegt. Die putative -35 sowie -10 Region des SigH-abhängigen Promotors sind mit 
schwarzen Boxen gekennzeichnet. Die Regionen werden durch 14 Basenpaare voneinander getrennt. Die 
Ribosomenbindestelle (RBS) sowie der Translationsstart des yqiH Gens sind gekennzeichnet. Der SigH-
abhängige Transkriptionsstart (+1) ist mit einem Pfeil markiert und liegt in der kodierenden Region des YqiH 
Proteins. (B) Primer-Extension-Analyse des yqiHIK Transkriptes (Spur 1). Dafür wurde Gesamt-RNA aus dem 
B. subtilis Wildtyp-Stamm 168 (pKF16) präpariert, der zuvor in DSM (T480) kultiviert worden war. 
 
Um den, durch die Primer-Extension-Reaktion ermittelten SigH-Promotor zu verifizieren, wurde eine 
zielgerichtete Mutagenese durchgeführt. In dieser wurde zum einen die Konsensus-Sequenz der -35 
Region verändert (AGGATCCT), der daraus resultierende Fusions-Stamm wurde KFB64 genannt. 
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Zum anderen wurde das Sequenzmotiv in der -10 Region verändert (AAACCC), wodurch der 
Stamm KFB63 entstand. Die Stämme KFB41, KFB63 sowie KFB64 wurden anschließend in DSM 
kultiviert, um den Wachstumsverlauf verfolgen zu können und um letztlich die TreA-Aktivität zu 
bestimmen. Die Probenentnahme erfolgte in regelmäßigen Abständen. Analog zu den vorherigen 
Versuchen traten die Kulturen nach 180 Minuten in die stationäre Phase ein (T0) (Abbildung 43 A). 
Das ermittelte Expressionsmuster der SigH-Promotor-Mutanten war identisch zu dem der Wildtyp 
yqiH-treA Fusion (Abbildung 43 B). Durch diese Expressionsanalyse steht nun fest, dass der durch die 
Primer-Extension-Analyse identifizierte „SigH-Promotor“ (Abbildung 42) demnach nicht bestätigt 
werden konnte. 
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Abb. 43: Zielgerichtete Mutagenese des putativen SigH-Promotors. 
(A) Dargestellt ist das Wachstumsverhalten der Stämme KFB41 (■), KFB63 (Mutation in der -35 Region) (■) 
sowie KFB64 (Mutation in der -10 Region) (□). Die Initiation der Sporulation erfolgte nach 180 Minuten der 
Inkubation in DSM (T0). (B) Bestimmung der TreA-Aktivität der genannten B. subtilis Fusionsstämme zu 
verschiedenen Zeitpunkten während der Kultivierung in DSM. 
 
4. Die Expression des yqiHIK Operons in der „Todeszone“ 
Bisher wurden zwei zentrale transkriptionelle Aspekte vorgestellt, die der Regulation des yqiHIK 
Operons aus B. subtilis dienen. Einerseits konnte eine Induktion des Operons unter hochosmolaren 
Bedingungen identifiziert werden, die darüber hinaus der Kontrolle des Zwei-Komponenten-Systems 
DegS/DegU unterliegt. Andererseits wurde eine Induktion der Transkription des yqiHIK Genclusters 
unter Sporulations-Bedingungen aufgedeckt. In diesem Zusammenhang konnte eine direkte 
Beteiligung des Regulators SinR genetisch etabliert werden. Im folgenden Abschnitt liegt nun der 
Schwerpunkt auf einer weiteren regulatorischen Facette, nämlich der Induktion der Expression des 
yqiHIK Operons in der „Todeszone“. Die „Todeszone“ wird hierbei als die Wachstumsphase definiert, 
die unmittelbar auf die Absterbephase folgt. In dieser Phase verweilt der Wachstumsertrag (OD578) auf 
einem niedrigen dennoch konstanten Niveau (Abbildung 44). 
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Abb. 44: Wachstumsphasenabhängige Transkription des yqiHIK Operons unter isoosmotischen 
Bedingungen. 
Gezeigt ist die Bestimmung der TreA-Aktivität des Stammes KFB15 entlang der Wachstumskurve (■). Dafür 
wurde der Stamm KFB15 in SMM für 30 Stunden inkubiert. Die Bestimmung des Wachstumsertrages erfolgte 
durch das Messen der OD578 (●) in regelmäßigen Zeitabständen. 
 
In den vorangegangenen Versuchen konnte keine Induktion des yqiHIK Genclusters unter 
isoosmotischen Bedingungen in SMM aufgezeigt werden. Da die für die TreA-Reportergenstudien 
verwendeten Proben fortlaufend während der exponentiellen Wachstumsphase geerntet wurden, 
sollte nun in einem weiteren Experiment die yqiHIK Promotoraktivität entlang der Wachstumskurve 
determiniert werden. Dafür wurde der Stamm KFB15 in SMM unter normalen physiologischen 
Bedingungen (0 M NaCl) bei 37°C für 25 Stunden inkubiert. Die Probenentnahme zur Bestimmung 
des Wachstumsertrages (OD578) sowie für die Determination der TreA-Aktivität erfolgte in 
regelmäßigen Perioden. Das Ergebnis ist in Abbildung 44 dargestellt. Der Wildtyp-Fusionsstamm 
KFB15 trat nach ca. acht Stunden in die stationäre Wachstumsphase ein, dicht gefolgt von dem Eintritt 
in die Absterbephase. Der Wachstumsertrag pendelte sich nach ca. 15 Stunden der Inkubation bei 
einer OD578 von 1,5 ein und verweilte für weitere zehn Stunden auf diesem Niveau („Todeszone“). Das 
Erreichen des Wachstumsniveaus in der Absterbephase (15 Stunden) stellte einen Wendepunkt in der 
Promotoraktivität des yqiHIK Operons dar. Bis zu diesem Zeitpunkt konnte nur ein Basal-
Expressionsniveau (10 Units) verzeichnet werden. Die Transkription stieg ab diesem Zeitpunkt jedoch 
kontinuierlich an, bis nach ca. 22 Stunden ein Maximum der Expression (ca. 65 Units) erreicht werden 
konnte. Die Promotoraktivität war zu diesem Zeitpunkt vergleichbar mit der, die durch Salz- sowie 
Sporulationsinduktion erreicht werde konnte. 
Analog zu dem vorherigen Experiment sollte nun untersucht werden, ob ein Anstieg der yqiHIK 
Promotoraktivität in der „Todeszone“ auch unter hyperosmotischen Bedingungen beobachtet werden 
kann. Hierzu wurde der Stamm KFB15 in SMM mit 1,2 M NaCl kultiviert. Die Kulturen wurden auf eine 
OD578 von 0,1 angeimpft und bei 37°C inkubiert, wobei die Probenentnahme stündlich erfolgte. Mit 
Hilfe dieser Aliquots wurde der Wachstumsertrag (OD578) sowie die TreA-Aktivität zu dem gegebenen 
Zeitpunkt bestimmt (Abbildung 45). Dabei war zu erkennen, dass sich die TreA-Aktivität simultan zur 
Wachstumskurve entwickelte. Mit Eintritt in die stationäre Phase erreichte die TreA-Produktion 
ebenfalls ein Maximum und fiel in der darauf folgenden Phase von ca. 120 Units auf 80 Units ab. In 
der Tat konnte erneut an Anstieg der TreA-Aktivität, diesmal bereits in der Absterbephase beobachtet 
werden, dieses Expressionsniveau verweilte ab diesem Zeitpunkt auf einem weiteren Plateau. 
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Abb. 45: Wachstumsphasenabhängige Transkription des yqiHIK Operons unter hyperosmotischen 
Bedingungen. 
Gezeigt ist die Bestimmung der TreA-Aktivität des Stammes KFB15 entlang der Wachstumskurve (■). Dafür 
wurde der Stamm KFB15 in SMM mit 1,2 M NaCl kultiviert. Die Bestimmung des Wachstumsertrages erfolgte 
durch das Messen der OD578 (●) in regelmäßigen Zeitabständen. 
 
Die Transkriptionsdaten offenbarten, dass eine Induktion des yqiHIK Operons unter normalen 
physiologischen Bedingungen erst dann stattfindet, wenn sich die Zellen bereits in der Todeszone 
befinden. Zu diesem Zeitpunkt findet kein Wachstum mehr statt und die Zellen liegen zum Teil bereits 
sporuliert bzw. lysiert vor. Dieser transkriptionelle Anstieg der Promotoraktivität in SMM-0 M NaCl 
sowie SMM-1,2 M NaCl suggeriert zudem eine weitere physiologische Funktion der YqiHIK Proteine in 
B. subtilis. Dieses Phänomen könnte in B. subtilis mit den Prozessen Kannibalismus sowie Zellwand-
Recycling in Verbindung gebracht werden. 
 
4.1. Der salzinduzierbare, SigA-abhängige Promotor ist nicht für die Transkription des yqiHIK 
Genclusters in der Todeszone verantwortlich 
Nach der Identifikation dieses neuen Expressionsmusters unter normalen physiologischen 
Bedingungen sollte nun die Frage geklärt werden, ob die Erhöhung der Transkription in der 
Todeszone der Kontrolle des zuvor identifizierten SigA-Promotors (Abbildung 25) unterliegt. Dafür 
wurden der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 sowie der Stamm KFB33 (Mutagenese des invarianten T) 
(Tabelle 7) in SMM einerseits bis zur mittleren exponentiellen Wachstumsphase (OD578 1-1,5) und 
andererseits für 25 Stunden inkubiert und anschließend geerntet. Die Bestimmung der 
Promotoraktivität der yqiHIK Expressionseinheit zeigte ein vergleichbares Transkriptionsprofil zu 
beiden Zeitpunkten (Abbildung 46). Da eine Erhöhung der Transkription beider Stämme nach 25-
stündiger Inkubation zu verzeichnen war, kann nun postuliert werden, dass die Induktion in der 
Todeszone nicht über den SigA-Promotor reguliert wird. 
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Abb. 46: Der Einfluss des salzabhängigen SigA-Promotors auf die Induktion des yqiHIK Operons in der 
Todeszone. 
Der Wildtyp-Fusionsstamm KFB15 (■) sowie der Stamm KFB33 (■) in dem das invariante T (-10 Region) 
mutagenisiert wurde, wurden in SMM bis zum Eintritt in die exponentielle Phase (OD578 1-1,5) sowie für 25 
Stunden kultiviert. Die Promotoraktivität des yqiHIK Operons wurde zu diesen Zeitpunkten bestimmt.  
 
4.2. Verkürzungen der yqiHIK Promotorregion 
Nachdem eine Beteiligung des zuvor identifizierten SigA-Promotors ausgeschlossen werden konnte, 
sollte in einem weiteren Ansatz die Lage des Promotors, der für die Expression in der Todeszone 
verantwortlich ist, eingegrenzt werden. Dafür wurden Verkürzungen in der Promotorregion 
vorgenommen, wie sie bereits für die AT-reiche Region beschrieben wurden (Abbildung 26). Neben 
den zuvor analysierten Verkürzungen (∆1-∆3), wurden drei weitere Restriktionen der Promotorregion 
durchgeführt (∆4-∆6) (Abbildung 47 A). Die daraus resultierenden Stämme (Abbildung 47 B) wurden 
zusammen mit der yqiH-treA Wildtyp-Fusion KFB15 in SMM für 25 Stunden inkubiert. Aliquots dieser 
Proben wurden anschließend für die Bestimmung der TreA-Aktivität eingesetzt. Eine nahezu 
identische Promotoraktivität konnte für alle Verkürzungen, die im regulatorischen Bereich des yqiHIK 
Operons vorgenommen wurden, verglichen zur Wildtyp-Fusion, verzeichnet werden (Abbildung 47 B). 
Ebenfalls in der Verkürzung ∆6 (KFB40) konnte eine Induktion der Expression in der Todeszone 
determiniert werden. Durch den Startpunkt der Verkürzung ∆6 kann die Lage des Todespromotors auf 
ein DNA-Fragment eingegrenzt werden, welches aus 79 bp besteht (Abbildung 47 A). 
 
A 
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Abb. 47: Die Eingrenzung der Lokalisation des Todespromotors des yqiHIK Genclusters. 
(A) Dargestellt ist die Nukleotidsequenz des 300 bp langen Fragments der yqiH-treA Fusion (∆0). Die Lage der 
Verkürzungen ∆1-6 sind durch Pfeile gekennzeichnet. Die AT-reiche Region wird durch eine schwarze Box 
markiert. Darüber hinaus sind sowohl Transkriptions- sowie Translationsstart, die -35 sowie -10 Region, als auch 
die Ribosomenbindestelle (RBS) hervorgehoben. (B) Determination der yqiHIK Promotoraktivität der Stämme 
KFB15 und KFB55-KFB57 sowie KFB38-KFB40 nach einer 25-stündigen Inkubation in SMM. 
 
4.3. Analyse des Einflusses diverser Regulator-Mutanten auf die Induktion der Transkription 
in der „Todeszone“  
Im Verlauf dieser Arbeit wurde der Einfluss zahlreicher wichtiger Regulatoren aus B. subtilis auf die 
Transkription des yqiHIK Operons unter verschiedenen physiologischen Bedingungen untersucht. Um 
eine mögliche Beteiligung dieser Regulatoren an der Expression des Operons in der „Todeszone“ zu 
untersuchen, wurden die diversen TreA-Fusionsstämme KFB72 (∆degSU), KFB42 (∆sinR), KFB46 
(∆sinI), KFB43 (∆abrB) und KFB47 (∆rok) zusammen mit dem Wildtyp-Fusionsstamm KFB41 in SMM 
für 25 Stunden inkubiert. Aliquots dieser Stämme wurden im Anschluss daran verwendet, um die 
TreA-Aktivität in der „Todeszone“ zu bestimmen (Abbildung 48). Keiner der hier untersuchten 
Regulatoren zeigte einen Einfluss auf die Induktion der Expression des yqiHIK Operons in der 
Todeszone. Ein Einfluss der diversen Transkriptionsfaktoren kann somit unter diesen physiologischen 
Bedingungen ausgeschlossen werden. 
 
A B 
 
Abb. 48: Der Einfluss diverser Regulatoren aus B. subtilis auf die Aktivität der Expression des yqiHIK 
Operons in der „Todeszone“. 
(A) Die Stämme KFB41(■) und KFB72 (∆degSU;■) wurden in SMM bis zum Eintritt in die exponentielle Phase 
(OD578 1-1,5) sowie für 25 Stunden kultiviert. Die Promotoraktivität des yqiHIK Operons wurde zu diesen 
Zeitpunkten bestimmt. (B) Bestimmung der TreA-Aktivität der Stämme KFB41, KFB42 (∆sinR), KFB43 (∆abrB), 
KFB46 (∆sinI), KFB47 (∆rok) nach 25-stündiger Inkubation in SMM. 
VI. DISKUSSION 87
VI. DISKUSSION 
Im Verlauf dieser Dissertation konnte eine sehr komplexe Regulation des yqiHIK Operons aus 
B. subtilis aufgeklärt werden. Das yqiHIK Gencluster kodiert dabei für ein extrazelluläres Lipoprotein 
(YqiH), eine sekretierte N-Acetylmuramyl-L-Alanine Amidase (YqiI) sowie eine zytoplasmatische 
Glycerophosphodiester Phosphodiesterase (YqiK). Die facettenreiche Regulation der yqiHIK 
Transkriptionseinheit beruht dabei im Wesentlichen auf drei unterschiedlichen Aspekten: 
 
1. Die Beteiligung des Zwei-Komponenten-Systems DegS/DegU an der salzinduzierten 
Regulation des yqiHIK Operons 
2. Der Einfluss des Biofilm-Regulators SinR auf die Expression des yqiHIK Genclusters 
3. Die Expression der yqiHIK Transkriptionseinheit in der „Todeszone“ 
 
Die zentralen regulatorischen DNA-Sequenzen sind in Abbildung 49 zusammengefasst. Zum einen 
konnte eine Beteiligung des Zwei-Komponenten-Systems (ZKS) DegS/DegU bei hohen Salinitäten 
festgestellt werden. Dabei scheint die zytoplasmatisch vorliegende Sensor-Kinase DegS ein 
osmotisches Signal zu erkennen, und dieses Signal auf den Antwort-Regulator DegU zu übertragen. 
Dieser erkennt voraussichtlich eine AT-reiche Region in der Promotorregion des yqiHIK Operons, die 
in beträchtlicher Entfernung zur der -35 Region des SigA-abhängigen Promotors lokalisiert vorliegt. 
Eine Bindung des Antwort-Regulators DegU führt schließlich zu einer Aktivierung des Genclusters 
unter hyperosmotischen Bedingungen. Darüber hinaus konnte ein Einfluss des Repressors SinR auf 
die Expression des yqiHIK Operons aufgedeckt werden. Dieser erkennt ebenfalls ein spezifisches 
Bindemotiv auf der DNA in der Promotorregion der Transkriptionseinheit. Im Rahmen dieser Arbeit 
konnten zwei mögliche Bindemotive identifiziert werden, wobei eines mit der -35 Region des SigA-
Promotors überlappt. Dieser Umstand wird dafür verantwortlich gemacht, dass keine Transkription des 
yqiHIK Genclusters unter normalen osmotischen Wachstumsbedingungen (SMM-0 M NaCl) erfolgt. 
Darüber hinaus konnte eine Expression des Operons in der sogenannten „Todeszone“ beobachtet 
werden. Die „Todeszone“ wurde als die Wachstumsphase definiert, die unmittelbar auf die 
Absterbephase folgt. In diesem Zusammenhang wird eine Beteiligung der Zellwandhydrolase YqiI an 
den Prozessen des Kannibalismus sowie des Peptidoglykan-Recyclings erwogen. Ferner konnte 
ausgeschlossen werden, dass dieses regulatorische Ereignis unter der Kontrolle des zuvor 
identifizierten SigA-Promotors liegt. Vielmehr konnte die Lokalisation des Promotors auf ein 79 bp 
langes DNA-Fragment eingegrenzt werden. Diese identifizierten Transkriptionsmuster implizieren, 
dass die YqiHIK Proteine in verschiedene physiologische Prozesse involviert sind. Die zugrunde 
liegenden Regulationsmechanismen werden im folgenden Verlauf vorgestellt und diskutiert. 
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Abb. 49: Die komplexe Regulation des yqiHIK Operons aus B. subtilis.  
Dargestellt ist die Nukleotidsequenz des 300 bp langen Fragmentes der yqiH-treA-Fusion (∆0). Die Lage der 
Verkürzungen in der Promotorregion (∆1-6) sind durch Pfeile gekennzeichnet. Die AT-reiche Region wird durch 
einen schwarzen Kasten dargestellt, wobei mögliche DegU Bindemotive durch blaue Pfeile (gegenläufige 
Sequenzwiederholung) sowie durch eine grüne Schrift (direkte Sequenzwiederholung) hervorgehoben sind. Rote 
Boxen markieren die zwei putativen Binderegionen des SinR Proteins. Sowohl die -35 sowie -10 Region als auch 
Transkriptions- sowie Translationsstart und die Ribosomenbindestelle (RBS) sind gekennzeichnet. 
 
1. Salzstress induzierte Modifikationen der Zellwand in B. subtilis 
B. subtilis ist in seinem natürlichen Lebensraum, den oberen Bodenschichten, zahlreichen abiotischen 
Stressfaktoren ausgesetzt (66). Dabei wird angenommen, dass dieser Mikroorganismus in seinem 
Habitat einer ständigen Nahrungslimitation unterliegt, die letztlich zur Bildung einer Endospore führt, 
die es B. subtilis erlaubt, unter ungünstigen Wachstumsbedingungen zu persistieren. Erst bei einer 
Verbesserung des Nährstoffangebotes können die Sporen auskeimen, und das Bakterium lebt in 
seiner vegetativen Form weiter (70, 116, 227). Die Initiation der Sporulation wird jedoch aufgrund des 
hohen Energieaufwands und der Unumkehrbarkeit nach Initiation dieses Prozesses als letzter Ausweg 
von der B. subtilis Zelle angesehen. Neben der akuten Nahrungslimitation stellt die Verfügbarkeit von 
Wasser für das bodenbewohnende Bakterium B. subtilis ebenfalls einen kritischen Faktor dar. 
Während Trockenperioden übersteigt die Konzentration von gelösten Ionen im extrazellulären Milieu 
die des Zytoplasmas. Die Folge ist ein Wasserverlust der Zelle, der mit dem Zusammenbruch des 
Turgors (Plasmolyse) sowie mit einem Wachstumsstillstand einhergeht (139, 228). Trotz dieser häufig 
auftretenden Komplikationen, die mit hohen Salinitäten verbunden sind, ist der Organismus nicht in 
der Lage, unter diesen physiologischen Bedingungen die Sporulation zu initiieren (239). Vielmehr stellt 
die Akkumulation von Kaliumionen sowie die spätere Synthese oder auch Aufnahme der sogenannten 
kompatiblen Solute eine zentrale Anpassungsstrategie in B. subtilis an diese Umweltbedingungen dar 
(139, 228). Obwohl die zentralen Mechanismen der Osmoregulation bezogen auf das Wasser- sowie 
Turgor-Management gut untersucht sind, zeigte die Analyse des Transkriptom-Profils salzgestresster 
B. subtilis Zellen (96, 123, 265), dass eine Vielzahl an Genen an diesem Prozess beteiligt zu sein 
scheinen, deren Funktion bisher nicht bekannt ist. Dies unterstützt die These, dass noch weitere 
Facetten während der Anpassung an hohe Salinitäten existieren, die bisher noch unentdeckt sind. 
Eine genaue Untersuchung der über 100 salzinduzierten Gene, die in der DNA-Microarray-Analyse 
(265) identifiziert werden konnten, ergab, dass eine Reihe der kodierten Proteine eine Rolle im 
Zellwandmetabolismus zu spielen scheinen. In vorangegangenen Studien durch López et al. (171, 
172) sowie durch Palomino et al. (217), wurde bereits postuliert, dass die Kultivierung von B. subtilis in 
hypertonem Medium eine Veränderung der Zellhülle nach sich zieht. Dabei deuteten die Daten darauf 
hin, dass die Zellwand an Dicke zunimmt sowie der Grad der Quervernetzungen des Peptidoglykans 
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ansteigt. Die Transkriptom-Daten (265) sowie vorangegangene Studien salzgestresster B. subtilis 
Zellen (171, 172, 217) veranlassten mich zur Formulierung der These, dass Modifikationen der 
Zellwand in B. subtilis eine neue Facette der Osmoregulation darstellen könnten. Um diese Frage zu 
adressieren, war das zentrale Ziel dieser Dissertation, die physiologische sowie regulatorische 
Charakterisierung des YqiI Proteins bzw. die des yqiHIK Operons aus B. subtilis.  
 
1.1. Die physiologische Rolle der YqiHIK Proteine unter hyperosmotischen Bedingungen 
Die Kultivierung von B. subtilis Zellen in hypertonem Medium (SMM-1,2 M NaCl) führt zu einer 
enormen Veränderung in dessen Zellmorphologie. Mit Hilfe von Phasenkontrast- sowie 
rasterelektronenmikroskopischen Aufnahmen konnte gezeigt werden, dass diese morphologischen 
Aberrationen durch deformierte und stark gewundene Zellen bestimmt werden, die überdies oft 
Verdickungen an den Zellpolen aufwiesen (Abbildung 12, 13). Eine detaillierte Analyse zeigte, dass 
diese Deformationen abhängig von der Wachstumsphase sind (Abbildung 19), denn diese traten nur 
in der ausgedehnten lag-Phase auf, die kennzeichnend für das Wachstum unter Salzstress in 
B. subtilis ist (21). Darüber hinaus finden gerade in dieser Wachstumsphase die zentralen 
Anpassungsprozesse in B. subtilis statt, wozu beispielsweise die Synthese des kompatiblen Solutes 
Prolin gehört (32, 139). Nachdem die Zellen sich an den Osmostress angepasst haben, verändert sich 
der Phänotyp im Verlauf der exponentiellen Wachstumsphase schrittweise zurück zur typischen 
stäbchenförmigen Morphologie von B. subtilis. Ob B. subtilis diese morphologischen Veränderungen 
aktiv vornimmt, um sich an hohe Salinitäten anzupassen, oder ob diese Deformationen als 
unmittelbare Antwort nach Inokulierung von B. subtilis Zellen in Hochsalz Medium auftreten, bleibt 
ungeklärt. Die Tatsache, dass die Zellen jedoch erst nach sechsstündiger Inkubation in hypertonem 
Medium mit den Änderungen beginnen, setzt voraus, dass es sich nicht um eine unwillkürliche 
Reaktion handelt, die beispielsweise durch den Wasserverlust des Zytoplasmas (30) induziert werden 
könnte. Durch die Beobachtung, dass die meisten der deformierten Zellen immer noch lebensfähig 
sind, wird die These unterstützt, dass es sich hierbei um eine weitere Facette der Adaptation von 
B. subtilis an hyperosmotische Bedingungen handeln könnte. Man könnte spekulieren, dass die 
Veränderung der Oberfläche einen Vorteil bei hohen Salinitäten für die Bakterienzelle darstellt, oder 
auch zwangsläufig durch die Veränderung des Zellturgors geschieht. Zusätzlich ist der Turgor für die 
Zellelongation sowie Zellteilung verantwortlich, wobei genau diese Prozesse während der 
Anpassungsphase stark verlangsamt sind. Diese morphologischen Veränderungen setzen jedoch eine 
Restrukturierung des Zellwand-Peptidoglykans voraus, da dieser Sacculus maßgeblich für die 
Bestimmung der Zellform ist. Daraufhin stellte sich die Frage, welche zellwandmodifizierenden 
Enzyme an diesem Prozess beteiligt sein könnten. 
Die Transkriptom-Analyse durch Steil et al. (265) rückte erstmalig die Gene yqiH sowie yqiI in den 
Fokus, da diese Gene starke Induktionsfaktoren (15 bzw. 7-fach) in Antwort auf Hochsalz 
Bedingungen im Vergleich zu den anderen salzinduzierten Genen aufwiesen (Tabelle 1). Die kürzlich 
veröffentlichten Tiling-Array Daten (205), bei denen das Transkriptom von B. subtilis unter zahlreichen 
physiologischen Bedingungen untersucht wurde, untermauert dies. Das Gen yqiI kodiert in B. subtilis 
vermutlich für eine N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidase, deren hydrolytische Fähigkeit, gereinigtes 
Zellwandmaterial zu verdauen (in vitro), im Rahmen dieser Arbeit erstmalig gezeigt werden konnte 
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(Abbildung 16). Eine Beteiligung des YqiI Enzyms an diesem Prozess schien somit möglich. Die 
Untersuchung der Zellmorphologie einer yqiHIK Mutante zeigte jedoch (Abbildung 19), dass die 
Zellwandhydrolase YqiI nicht kritisch an der Restrukturierung der Zellwand unter hyperosmotischen 
Bedingungen in B. subtilis beteiligt ist.  
Die funktionelle Analyse von Autolysinen ist schwierig, da diese Enzymklasse eine hohe Redundanz 
aufweist (74, 258, 280). Es existieren oft mehre homologe Proteine zu einem bestimmten Autolysin, 
die darüber hinaus noch gleichzeitig an diversen weiteren zellulären Prozessen beteiligt sind. 
Autolysine sind durch ihre Zellwand-hydrolytische Fähigkeit potentiell letal und unterliegen daher 
einem hohen Grad der Regulation (74, 258, 280). Weiterhin sind diese Enzyme kritisch für zahlreiche 
physiologische Funktionen, wobei bisher noch kein Autolysin entdeckt werden konnte, was essentiell 
zu sein scheint. Diese Tatsache deutet ebenso auf die hohe Redundanz dieser Enzyme hin. 
Datenbankanalysen zeigten (258), dass es in B. subtilis wahrscheinlich insgesamt 35 Autolysine gibt, 
welche sich vor allem in ihrer hydrolytischen Aktivität unterscheiden. Dabei existieren fünf homologe 
Amidasen zu dem Protein YqiI, die sich alle durch das Vorhandensein der katalytisch wichtigen 
Amidase_3 Domäne auszeichnen, die typisch für N-Acetylmuramyl-L-Alanin Amidasen ist (Abbildung 
15). Diese Amidasen sind für die Spaltung der Amidbindung zwischen der N-Acetylmuraminsäure und 
dem L-Alanin, der ersten Aminosäure des Peptidanteils im Peptidoglykan, verantwortlich. Die 
Konstruktion von simultanen Deletionsmutanten bis hin zur Konstruktion einer Quintupel-Mutante 
bestätigte, dass die homologen Amidasen LytC, CwlC, CwlD sowie YrvJ ebenfalls nicht maßgeblich 
an der Umstrukturierung der Zellwand bei hohen Salinitäten beteiligt sind.  
Die erstmalige Konstruktion und Analyse einer Quintupel-Mutante (∆yqiHIK, ∆lytC, ∆cwlC, ∆cwlD und 
∆yrvJ) demonstrierte jedoch, dass dieser Stamm immer noch lebensfähig war, obwohl eine 
Verzögerung im Wachstum unter normalen physiologischen als auch unter hyperosmotischen 
Bedingungen im Vergleich zum B. subtilis Wildtyp beobachtet werden konnte (Abbildung 18). Dieser 
Befund suggeriert, dass noch weitere Proteine in B. subtilis vorhanden sein müssen, die in der Lage 
sind, die oben genannte Amidbindung zu spalten. In der Tat konnten durch Datenbankanalysen (258), 
weitere Amidasen (XlyA, XlyB, BlyA, CwlA und CwlH) identifiziert werden, deren Gene auf Prophagen 
bzw. auf Prophagen verwandten DNA-Elementen kodiert vorliegen (151, 156, 206, 235, 271). Der 
Unterschied dieser Amidasen zu den Proteinen YqiI, LytC, CwlC, CwlD sowie YrvJ ist, dass diese eine 
Amidase_2 Domäne als katalytische Einheit besitzen, die ebenfalls häufig in N-Acetylmuramyl-L-
Alanin Amidasen vorzufinden sind (74) (Tabelle 8). 
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Tabelle 8: Amidasen aus B. subtilis im Überblick 
 
Protein Funktion 
  
LytC Hauptautolysin während des vegetativen Wachstums (Zellteilung, Zellwand-
Turnover, Zelllyse, Lyse der Mutterzelle, Motilität) (Amidase_3 Domäne) 
Regulation: SigA, SigD 
 
CwlC Sporulation (Lyse der Mutterzelle) (Amidase_3 Domäne) 
Regulation: SigK, SigG 
 
CwlD Sporenkeimung (Amidase_3 Domäne) 
Regulation: SigE, SigG 
 
YqiI Vermutlich: Adaptation an hochosmolare Bedingungen, frühe Sporulation
(Amidase_3 Domäne) 
Regulation: SigA 
 
YrvJ Unbekannt (Amidase_3 Domäne); Tiling-Array (205): Expressionsmuster analog 
zur Amidase LytC 
 
BlyA Kodiert von Prophage SPβ; involviert in SPβ-vermittelte Zelllyse (Amidase_2
Domäne) 
Regulation: Induktion des Prophagen SPβ 
 
CwlA Skin vermittelte Lyse (Skin: SigK interventing element; kryptischer Rest von 
Prophage) (Amidase_2 Domäne) 
Regulation: SigA (scheinbar nicht aktiv) 
 
CwlH Sporulation (Lyse der Mutterzelle; zusammen mit CwlC) (Amidase_2 Domäne) 
Regulation: SigK 
 
XlyA PBSX Prophagen assoziiertes Endolysin; involviert in PBSX-vermittelte Zelllyse 
(ähnlich zu CwlA) (Amidase_2 Domäne) 
Regulation: Induktion des Prophagen PBSX 
 
XlyB PBSX Prophagen assoziiertes Endolysin; involviert in PBSX-vermittelte Zelllyse 
(komplementiert ∆xlyA Phänotyp) (Amidase_2 Domäne) 
Regulation: Induktion des Prophagen PBSX 
 
Die hier gewonnenen Daten zeigen, dass die Vermutung, Amidasen könnten alleinig an der 
Restrukturierung der Zellwand beteiligt sein, nicht zutreffend war. Die Tatsache, dass jedoch eine 
Mutation in einer der Amidasen YqiI, LytC, CwlC, CwlD oder YrvJ ein Wachstumsdefizit hervorrufen 
kann, impliziert dennoch, wie wichtig die Integrität der Zellwand gerade unter hochosmolaren 
Bedingungen zu sein scheint. Vor allem die starke Salzinduktion des yqiHIK Operons spricht weiterhin 
für eine Beteiligung der YqiHIK Proteine an dem Prozess der Anpassung an hochosmolare 
Bedingungen in B. subtilis. Für eine detaillierte Analyse des Phänomens der 
wachstumsphasenabhängigen Umstrukturierung der bakteriellen Zellwand in hypertonem Medium, 
müssten folglich diverse weitere simultane Genunterbrechungsmutanten generiert werden. Wie bereits 
angesprochen wurde, existieren weitere salzinduzierte Gene, die vermutlich für Proteine kodieren, die 
eine Rolle im Zellwandmetabolismus spielen (Tabelle 1). Die Konstruktion diverser Mutanten in denen 
verschiedene Sets dieser Gene deletiert wären, könnte möglicherweise Aufschluss darüber geben, ob 
in diesen Mutanten Veränderungen im Restrukturierungsprozess der Zellwand zu verzeichnen wären. 
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Wie bereits erwähnt wurde, scheint der Grad der Quervernetzung des Peptidoglykans zuzunehmen 
(171, 172), wofür letztlich Endopeptidasen verantwortlich sind. In der erwähnten Transkriptom-Studie 
von Steil et al. (265) konnte das Gen yddJ identifiziert werden, welches vermutlich für ein Lipoprotein 
kodiert. Interessanterweise liegt dieses Gen ebenfalls in einem Operon (yddEFGHIJ) vor, wobei das 
Gen yddH (cwlT) für ein Autolysin kodiert, welches sowohl eine N-Acetylmuramidase- als auch eine 
DL-Endopeptidase-Aktivität besitzt (84). Die Tatsache, dass der Sacculus in hypertonen Kulturen 
voraussichtlich dicker wird (171, 172, 217), würde ein Zusammenspiel diverser Zellwandhydrolasen 
voraussetzen und könnte ohnehin nicht alleinig durch Amidasen bewerkstelligt werden. 
 
1.2. Die Wahrnehmung eines osmotischen Signals in B. subtilis 
Eine Analyse der Expression des yqiHIK Operons bei steigenden NaCl-Konzentrationen zeigte eine 
Transkription des Genclusters erst, nachdem ein Schwellenwert von 0,7 M NaCl überschritten wurde. 
Die Expression fand ein Maximum bei einer NaCl-Konzentration von 1,2 M NaCl (Abbildung 24), 
wobei diese Salzkonzentration die obere Wachstumsgrenze in B. subtilis darstellt, wenn keine 
Osmoprotektiva ins Medium supplementiert werden (22). Interessanterweise konnte diese Art des 
Transkriptionsmusters bisher noch für kein anderes der salzinduzierten Gene von B. subtilis 
beobachtet werden (32, 262). In B. subtilis kodieren die proHJ Gene für die Proteine, die für die 
Synthese des kompatiblen Solutes Prolin verantwortlich sind (32), wohingegen das opuE Gen für ein 
osmotisch induziertes Prolin-Aufnahmesystem (OpuE) kodiert (282). Eine intensive Studie der 
osmotischen Induktion dieser Gene demonstrierte, dass deren Transkription sich proportional zu 
steigenden NaCl-Konzentrationen entwickelte. Dieses Transkriptionsmuster konnte ebenfalls für das 
Autolysin-Gen yocH gezeigt werden (248). Trotz der unterschiedlichen Expressionsprofile weisen 
diese Daten darauf hin, dass die Zelle in der Lage ist, kleinste Unterschiede in der externen 
Osmolarität wahrzunehmen und dies auf Transkriptionsebene umzusetzen. Diese Beobachtung weist 
auf die zentrale Frage hin: Wie wird das osmotische Signal von der B. subtilis Zelle wahrgenommen 
und weitergeleitet? 
Für das yqiHIK Operon konnte in dieser Arbeit eindeutig gezeigt werden, dass dessen Transkription 
von dem ZKS DegS/DegU abhängig ist (Abbildung 28). In dieser regulatorischen Einheit kodiert das 
degS Gen für die Histidin-Kinase und das degU Gen wiederum für den zugehörigen Antwort-Regulator 
(55, 56, 71). Das DegU Protein fungiert bei der Regulation des yqiHIK Genclusters als Aktivator, da in 
einer degSU Deletionsmutante keine salzinduzierte Expression des Operons verzeichnet werden 
konnte. Unterstützend dazu zeigte eine Analyse des Transkriptionsniveaus des yqiHIK Genclusters in 
einer DegU-Hypermutante (degU32(Hy)), eine Erhöhung des Transkriptionslevels um den Faktor 7. In 
dieser Mutante ist der Phosphorylierungsstatus des DegU Proteins stabiler, da die 
Dephosphorylierungsreaktion der Sensor-Kinase DegS schwächer ist (111, 153, 177). Dies wiederum 
impliziert, dass der DegU Regulator nicht nur einen positiven Einfluss auf die Regulation des yqiHIK 
Operons hat, sondern vielmehr das DegU Protein in seiner phosphorylierten Form vorliegen muss.  
 
Die Wahrnehmung eines spezifischen Stresssignals sowie die anschließende Weiterleitung dieses 
Reizes werden oftmals durch ZKS gewährleistet (71, 145, 210). Dabei ist eine Sensor-Kinase für die 
Wahrnehmung eines spezifischen Umweltreizes verantwortlich, sie wandelt dies in ein chemisches 
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Signal um, was wiederum einen zugehörigen Antwort-Regulator befähigt, eine selektive 
Genexpression zu fördern (71, 145, 210). Die Sequenzierung des B. subtilis Genoms zeigte, dass in 
diesem Organismus 37 Histidin-Kinasen und 34 Antwort-Regulatoren existieren (154). Davon bilden 
insgesamt 30 regulatorische Einheiten, in denen die Gene für Sensor-Kinasen und den Antwort-
Regulatoren zusammen gefasst sind (71). In B. subtilis konnte bisher nur das WalK/WalR als 
essentiell identifiziert werden (269). Die meisten Sensor-Kinasen sind in der Zytoplasmamembran 
lokalisiert, von wo aus sie ein extrazelluläres Stresssignal wahrnehmen können. Interessanterweise 
stellt die Histidin-Kinase DegS eine Besonderheit dar, da dieses Enzym im Zytoplasma lokalisiert 
vorliegt (Abbildung 50). 
 
 
Abb. 50: Domänenstruktur der Histidin-Kinase DegS aus B. subtilis. 
Abgebildet ist der strukturelle Aufbau der Histidin-Kinase DegS. Diese besteht aus den folgenden drei Domänen: 
DegS (PF05384; Kinase-Aktivität), HisKA_3 (PF07730; Sensor-Aktivität) sowie HATPase_c (SM00387;  
ATP-Bindung).  
 
In B. subtilis sind nur wenige Sensor-Kinasen im Zytoplasma lokalisiert, zentrale Beispiele dafür 
stellen die Kinasen KinA sowie KinC dar, die eine wichtige Rolle im Phosphorelay zur 
Phosphorylierung des Master-Regulators Spo0A einnehmen (129, 165). Die zytoplasmatische 
Lokalisation des DegS Proteins impliziert, dass die Aktivierung des ZKS DegS/DegU bei hoher 
Salinität durch ein intrazelluläres Signal erfolgen muss. Die Frage, ob ein osmotisches Signal existiert, 
was einheitlich für die Regulation zahlreicher Gene in B. subtilis verantwortlich ist (265), konnte bisher 
nicht geklärt werden. Zudem ist nicht klar, ob die B. subtilis Zelle osmotischen Stress als ein 
extrazelluläres Ereignis wahrnimmt, oder ob durch Veränderungen in der externen 
Osmolarität/Salinität Veränderungen in der Zusammensetzung des Zytoplasmas ausgelöst werden, 
die die Zelle dann als abgeleitetes Signal messen kann. Darüber hinaus konnte auch kein DNA-Motiv 
identifiziert werden, was typischerweise in der Promotorregion osmotisch induzierter Gene vorliegt und 
somit eine gerichtete Induktion oder auch Repression bestimmter Zielgene erlauben würde. Der 
Zusammenhang zwischen der DegS/DegU-abhängigen osmotischen Induktion des yqiHIK Operons 
sowie die zytoplasmatische Lokalisation der DegS Kinase deutet somit eindeutig auf ein 
zytoplasmatisches Signal in der Osmostress-Antwort in B. subtilis hin. 
Bisher wurden vier unterschiedliche Möglichkeiten diskutiert, wo die Signalwahrnehmung eines 
osmotischen Reizes stattfinden könnte, um schließlich Rückschlüsse auf die Art des Signals ziehen zu 
können. Hohe Salinitäten könnten demnach Veränderungen (1) im extrazellulären Milieu, (2) in der 
Zytoplasmamembran, (3) im Turgor oder (4) im Zytoplasma nach sich ziehen (30, 291).  
Die hier vorgelegten Daten weisen auf ein intrazelluläres Signal hin, was eine Veränderung der 
intrazellulären Ionen und/oder Solut Konzentration impliziert. Man könnte annehmen, dass bei der 
Kultivierung von B. subtilis bei hohen NaCl-Konzentrationen, vermehrt Na+-Ionen in die Zelle 
gelangen, die dort als osmotischer Reiz fungieren. Diese werden jedoch durch ihre Zytotoxizität (228) 
direkt wieder exportiert, wodurch eine hohe Na+-Ionenkonzentration als ein persistierendes 
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intrazelluläres Signal ausscheidet. Der Anspruch an ein osmotisches Signal würde jedoch vor allem 
darin begründet liegen, dass es zeitnah nach der Inokulierung von B. subtilis in hypertonem Medium 
vorhanden und zusätzlich auch spezifisch für diese Stresssituation ist. Unter hyperosmotischen 
Bedingungen stellt die sofortige intrazelluläre Akkumulation von Kaliumionen eine der initialen 
Stressantworten dar (139, 228). Im Hinblick darauf werden Kaliumionen als ein wahrscheinliches 
osmotisches Signal angesehen. Es konnte für B. subtilis gezeigt werden, dass nach einem 
osmotischen Up-Schock die K+-Konzentration von 350 mM auf 650 mM innerhalb einer Stunde 
ansteigt (287, 288). Die Aufnahme dieser Ionen erfolgt dabei über die Ktr-Systeme (121). Ferner 
könnte man davon ausgehen, dass die drastische Erhöhung der K+-Konzentration beispielsweise die 
Bindung eines Transkriptionsfaktors an die DNA beeinflusst.  
Durch die DegS/DegU abhängige Regulation des yqiHIK Operons existiert nun ein experimentell 
zugängliches System, um gezielt die Frage nach der Signalwahrnehmung sowie dessen Weiterleitung 
in B. subtilis unter osmotischen Stressbedingungen zu studieren. Dabei wäre es zunächst denkbar, 
eine Mutagenese des DegS/DegU Zwei-Komponenten-Systems durchzuführen und im Anschluss 
daran die Auswirkung auf die Transkription des yqiHIK Genclusters mittels der yqiH-treA 
Reportergenfusion zu untersuchen. Ferner kann durch die zytoplasmatische Lokalisation des ZKS 
DegS/DegU ein in vitro Phosphorylierungs-Assay durchgeführt werden, der den 
Phosphorylierungsstatus beider Proteine durch radioaktiv-markiertes ATP nachvollziehen lässt. Mit 
Hilfe dieses Assays wäre es denkbar, die Auswirkungen der verschiedenen Stimuli auf die 
Autophosphorylierung der DegS Kinase zu untersuchen sowie den damit verbundenen 
Phosphotransfer auf den Antwort-Regulator DegU. Mit Hilfe dieses Systems könnte ebenfalls eine Art 
„Phospho-Mimicking“ durchgeführt werden, um die Frage zu adressieren, ob die Histidin-Kinase DegS 
tatsächlich für die Wahrnehmung des Osmo-Signals verantwortlich ist. Dabei müsste zunächst eine 
nicht-polare Deletion des degS Gens erfolgen. Anschließend könnte man den Antwort-Regulator 
durch andere Kinasen phosphorylieren und dessen Aktivität anhand der Induktion des yqiHIK Operons 
verfolgen. Ein geeigneter Kandidat wäre die Kinase ProB (207). Das proB Gen kodiert in B. subtilis für 
eine γ-Glutamat-Kinase, wobei dieses Enzym zusammen mit zwei weiteren Proteinen für die Synthese 
von Prolin ausgehend von dem Vorläufer-Molekül Glutamat verantwortlich ist (17). Das proB Gen bzw. 
die synthetisierte γ-Glutamat-Kinase geraten dadurch in den Fokus, da das proB Gen nicht 
salzinduziert ist (17). Folglich wäre interessant, ob eine in vitro Phosphorylierung des Antwort-
Regulators DegS von Seiten der ProB Kinase erfolgen kann und ob DegU-P ebenfalls die Expression 
des yqiHIK Operons stimulieren könnte bzw. ob ferner die Induktion des yqiHIK Genclusters immer 
noch osmotisch induziert wäre. In früheren Studien konnte bereits gezeigt werden, dass eine 
Erhöhung der Kopienzahl des proB Gens in der Zelle zu einer vermehrten Protease-Produktion führte 
(207). Ein weiterer interessanter Versuch könnte mit Hilfe einer KinC-DegS Hybrid-Kinase erfolgen, 
wie sie bereits durch López et al. beschrieben wurde (173). Dabei wurde die DegS-Domäne (Kinase-
Funktion) der Histidin-Kinase DegS (Abbildung 50) durch die Transmembranen-Domänen sowie durch 
die PAS/PAC-Domäne der Kinase KinC ersetzt, wobei dieses Chimäre-Enzym nun 
membrangebunden vorliegt. Mit Hilfe dieses Systems könnte nun genauer untersucht werden, ob das 
yqiHIK Gencluster immer noch salzinduziert wäre, obwohl die Hybrid-Kinase nun in der 
Zytoplasmamembran vorliegen würde und KinC normalerweise kein osmotisches Signal wahrnimmt. 
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Für die Existenz eines intrazellulären osmotischen Signals konnten bisher noch weitere Beispiele in 
Mikroorganismen identifiziert werden. Ein zentrales Beispiel stellt dabei die Salzinduktion des SigB-
Regulons in B. subtilis dar. Dieses wird als generelle Stressantwort nach einem Hitzeschock, 
Salzstress oder Ethanolstress induziert (106), wobei kürzlich osmotischer Stress als einer der 
stärksten Induktoren des SigB-Regulons bestimmt werden konnte (200). Das SigB-Regulon umfasst 
ca. 200 Gene und somit 5 % des gesamten Genoms von B. subtilis (106, 183). Deletiert man das sigB 
Gen, zeigt die Zelle jedoch keinen signifikanten salzsensitiven Phänotyp (106). Die SigB-abhängige 
Kaskade wird in B. subtilis unmittelbar nach einem hyperosmotischen Up-Schock induziert, was dann 
aber lediglich eine transiente Genexpression der Zielgene mit sich zieht. Die Induktions-Kaskade ist 
hochkomplex und setzt eine Beteiligung von zahlreichen Regulatoren voraus. Ein besonderer Aspekt 
stellt dabei das sogenannte „Stressosom“ dar (183). Dabei handelt es sich um eine Art Signal-
Zentrum, dass aus einem komplexen Zusammenschluss der Proteine RsbR, RsbS und RsbT besteht. 
In diesem Signal-Zentrum werden diverse Signale aus der Umwelt als Stressfaktoren erkannt und 
schließlich als ein Einzelsignal ausgeschleust (183, 218, 234). Die Lage des „Stressosoms“ ist 
ebenfalls zytoplasmatisch und stellt ein besonderes Beispiel dafür dar, wie Bakterien ihre Umwelt 
wahrnehmen und darauf reagieren können. Ein weiteres System, was eine Veränderung in der 
Osmolarität wahrnimmt, ist das ZKS EnvZ/OmpR aus E. coli (38, 77, 237). EnvZ ist eine Histidin-
Kinase, die in der inneren Membran lokalisiert vorliegt, wohingegen OmpR den zugehörigen Antwort-
Regulator darstellt. Obwohl die Sensor-Kinase EnvZ in der Zytoplasmamembran lokalisiert ist und 
man zunächst davon ausgegangen ist, ein periplasmatisches Signal würde die Signalweiterleitung 
auslösen, konnte dennoch gezeigt werden, dass die Signalperzeption im Zytoplasma abläuft (77, 
237). Des Weiteren konnte für das ZKS MtrB/MtrA von Corynebacterium glutamicum ebenfalls gezeigt 
werden, dass dieses System in die Osmostress-Antwort sowie in den Zellwandmetabolismus involviert 
ist (192). Dabei wurde analog zu dem ZKS EnvZ/OmpR aus E. coli postuliert, dass die MtrB Histidin-
Kinase ein zytoplasmatisches Signal wahrnehmen muss, was unabhängig von der im Periplasma 
lokalisierten Domäne geschieht (192). Ferner konnte der Glycin-Betain Transporter BetP ebenfalls aus 
C. glutamicum erstmalig eindeutig als Kaliumsensor identifiziert werden (245). Dabei ist eine  
C-terminale zytoplasmatische Domäne für die Wahrnehmung der K+-Konzentration verantwortlich. In 
vorangegangenen Studien wurden bereits die Aufnahmesysteme OpuA aus Lactobacillus lactis sowie 
ProP aus E. coli als Osmosensoren diskutiert, die ebenso eine intrazelluläre Veränderung der 
Ionen/Osmolyt Konzentration wahrnehmen können (53, 231, 238, 277). 
 
1.2.1. Das Regulon des Zwei-Komponenten-Systems DegS/DegU sowie dessen Beteiligung an 
der Regulation des yqiHIK Operons 
Das ZKS DegS/DegU aus B. subtilis war bereits Gegenstand zahlreicher Untersuchungen. Dabei 
haben Studien gezeigt, dass dieses Signaltransduktions-System vor allem Prozesse reguliert, die 
während dem Übergang der exponentiellen Wachstumsphase zur stationären Phase sattfinden (56, 
71, 198). Dazu gehören die Induktion und Synthese von sekretierten degradierenden Enzymen 
(Subtilisin und Levansucrase), die Regulation von Genen, die während der späten Kompetenzphase 
notwendig sind, sowie die Repression der Gene, die dem SigD-Regulon zugehörig sind. 
Interessanterweise konnten die kodierenden Gene (degS und degU) des ZKS in der Transkriptom-
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Studie salzgestresster B. subtilis Zellen entdeckt werden, wo diese eine 4-fache Induktion aufwiesen 
(265). 
Zudem wurde bereits durch unterschiedliche Ansätze versucht ein DegS/DegU Regulon zu definieren. 
Dabei beruhte ein Ansatz darauf, das Expressions-Profil in einem B. subtilis Stamm zu analysieren, in 
dem das degS Gen deletiert vorlag, wohingegen die Transkription des degU Gens mittels eines IPTG 
induzierbaren Promotors gesteuert wurde (213). In einem anderen Ansatz fand eine Transkriptions-
Analyse in einer B. subtilis degU32(Hy) Mutante statt, die die phosphorylierte Form des Antwort-
Regulators stabilisiert (177). Ein Vergleich der Transkriptom-Studien, die zur Identifikation 
salzinduzierter Gene führte (265) mit dem postulierten DegS/DegU Regulon (177, 213), zeigten eine 
Überlappung von 15 Genen (Tabelle 9). 
 
Tabelle 9: Vergleich der Transkriptom-Studien: Salzinduktion-DegS/DegU-Regulon 
 
Gen Funktion 
  
yddT Putatives Phagen Protein; Signalsequenz vorhanden (168) 
yfjAa Unbekannt; WXG100-Domäne vorhanden (PF06013): Neues Sekretionssystem in 
Mycobacterium tuberculosis; verleiht Immunität (216) 
 
yfjBa Unbekannt 
yfjCa Unbekannt 
yitM Unbekannt; Signalsequenz sowie transmembrane Domäne vorhanden (168) 
yjhA Putatives Lipoprotein; TRF-2 Domäne vorhanden (PF11611) (261) 
exlX (yoaJ) Extrazelluläre Endoglucanase (Vorläufer) (Expansin) (141) 
yomL Putatives Phagen Protein (SPβ); Signalsequenz vorhanden (168) 
yqxIb Unbekannt; Skin Element; Signalsequenz vorhanden (168) 
yqxJb Unbekannt; Skin Element; „Coiled Coil“ Region vorhanden (168) 
yukCc Putatives membrane-assoziiertes Enzym; involviert in Bacteriocin Produktion 
(http://genodb.pasteur.fr/cgi-bin/WebObjects/GenoList) 
 
yukDc Putatives Bacteriocin (http://genodb.pasteur.fr/cgi-bin/WebObjects/GenoList) 
ywqHd Unbekannt; „Coiled Coil“ Region vorhanden (168) 
ywqId Unbekannt; „Coiled Coil“ Region vorhanden (168) 
ywqJd Putative Transposase oder Phagen Integrase  
(http://genodb.pasteur.fr/cgi-bin/WebObjects/GenoList) 
abcdTranskriptionseinheit in B. subtilis 
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Eine Analyse der überlappenden Gene zeigte jedoch, dass keines der resultierenden Genprodukte 
nach bisherigem Kenntnisstand funktionell mit der Osmoregulation in B. subtilis in Verbindung 
gebracht werden konnte. Für einige dieser Gene konnte im Rahmen einer weiteren Dissertation (95) 
die Salzinduktion bestätigt werden. Überraschenderweise konnte das yqiHIK Operon bisher nicht als 
Mitglied des DegS/DegU Regulon identifiziert werden (177, 213). 
 
Der DegU Regulator kann unabhängig von seinem Phosphorylierungsstatus sowohl als Aktivator als 
auch als Repressor fungieren (52, 196, 198, 212). In B. subtilis werden beispielsweise die Gene aprE 
(Alkanische Protease; Subtilisin) und sacB (Levansucrase) durch die phosphorylierte Form von DegU 
reguliert, wohingegen das comK Gen (Master-Regulator für Kompetenz) wiederum durch die nicht-
phosphorylierte Form des Regulators stimuliert wird (197, 209, 211, 274). Für diese Gene konnte eine 
AT-reiche Bindestelle identifiziert werden, die entweder aus einer direkten (aprE, sacB) oder 
gegenläufigen Sequenzwiederholung besteht (comK). Dabei konnte kürzlich gezeigt werden, dass für 
beide Bindemotive eine Präferenz besteht, je nachdem ob der Regulator DegU in seiner 
phosphorylierten oder nicht-phosphorylierten Form vorliegt (212). Beide Arten der Bindemotive 
konnten in der AT-reichen Region des yqiHIK Promotorbereichs identifiziert werden, die ca. 180 bp vor 
der -35 Region des salzinduzierbaren SigA-Promotors lokalisiert vorliegen (Abbildung 49). Diese 
neuen Erkenntnisse (212) sowie die Art der Regulation des yqiHIK Operons durch die phosphorylierte 
Form des DegU Regulators lassen die Erkennung und Bindung durch eine direkte 
Sequenzwiederholung (aprE, sacB) als wahrscheinlicher gelten. Ob diese Vermutung für das yqiHIK 
Operon jedoch tatsächlich zutreffend ist, müsste durch DNA-Bandshift- sowie DNA-Footprinting-
Analysen bestätigt werden. 
Obwohl die Gene aprE, sacB sowie wapA (Zellwand-assoziiertes Protein) durch die phosphorylierte 
Form des Antwort-Regulators DegU reguliert werden und zudem das degSU Operon ebenfalls 
osmotisch induziert wird, konnte jedoch nur für das sacB Gen eine Salzinduktion festgestellt werden, 
wohingegen die anderen beiden Gene reprimiert werden (Tabelle 1) (57, 155, 240). Das sacB Gen 
konnte wiederum nicht in den Transkriptom-Daten salzgestresster B. subtilis Kulturen identifiziert 
werden (265) und wird aufgrund dessen nicht in Tabelle 9 genannt. Somit stellt die Identifikation des 
yqiHIK Operons das erste Target des ZKS DegS/DegU dar, für das ein Einfluss während der 
Osmoadaptation in B. subtilis postuliert wird, sowie für das eine intensive Studie über die osmotische 
Induktion sattgefunden hat. 
Die Tatsache, dass der Regulator DegU sowohl als Repressor als auch Aktivator fungieren kann und 
zusätzlich das Protein in seiner phosphorylierten sowie nicht-phosphorylierten Form die Expression 
verschiedener Gene stimulieren kann, macht die Identifikation eines vollständigen DegS/DegU 
Regulon schwierig. Nichtsdestotrotz könnte eine neue Transkriptom-Studie durchgeführt werden, die 
darauf abzielen würde, vor allem die Gene zu identifizieren, die einerseits abhängig von der 
Regulation des ZKS DegS/DegU sind und anderseits noch osmotisch induziert sind. Dies könnte 
vielleicht ermöglichen, putativ vorhandene Unterschiede in den regulatorischen Bereichen dieser 
Gene aufzudecken, um ferner zu verstehen, wie diese zu einer unterschiedlichen Art der Regulation 
von Seiten des Antwort-Regulators DegU führen.  
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1.2.2. Das Modell zur osmotischen Regulation des yqiHIK Operons aus B. subtilis 
Die Aktivität des DNA-Bindeproteins DegU hängt in B. subtilis von verschiedenen Faktoren ab. Ein 
Beispiel für einen solchen Faktor stellt das RapG Protein (Regulator aspartyl-phosphate) dar (223), 
welches wiederum zu dem Rap-Phr System in B. subtilis gehört (223). Es konnten elf rap Gene (rapA-
rapK) auf dem Chromosom von B. subtilis identifiziert werden die jeweils für Phosphatasen kodieren 
(154, 162). Bei diesen Phosphatasen handelt es sich um wichtige Komponenten der Phosphorelay-
Signaltransduktion, die zentral an der Einleitung/Regulation des Sporulationsprozesses in B. subtilis 
beteiligt sind. Die Proteine RapA und RapB sind beispielsweise für die Dephosphorylierung des Spo0F 
Proteins verantwortlich und stellen somit einen negativen Regulator für die Sporulation in B. subtilis 
dar (223, 224). Weitere sechs dieser rap Gene werden auf dem Genom von B. subtilis von einem 
Leserahmen gefolgt, der für ein kleines extrazelluläres Vorläufer-Peptid kodiert (phr), dessen 
Transkription von einem eigenen SigH-abhängigen Promotor erfolgt (188). Das reife Phr Peptid ist in 
der Lage, die zugehörige Rap Phosphatase in ihrer Funktion zu inhibieren (222, 223). Dabei werden 
zunächst die Prä-Pentapeptide (Prä-Phr) als kleine Proteine mit einer Signalsequenz synthetisiert. 
Anschließend erfolgt eine Sec-abhängige Exkretion der Prä-Phr Peptide über die 
Zytoplasmamembran, die von einer Prozessierung des Proteins gefolgt wird (226). Das reife Phr 
Peptid wird im Anschluss daran erneut in das Zytoplasma zurück transportiert. Der Import erfolgt dabei 
über das ABC-Transportsystem Opp (223, 225, 226).  
Das zugehörige Pentapeptid zu der Phosphatase RapG ist PhrG (208, 223). Das RapG Protein 
reguliert negativ den Transkriptionsfaktor DegU, indem dessen DNA-Bindeaktiviät inhibiert wird (208). 
Diese Inhibition geht jedoch nicht mit einer Dephosphorylierungsreaktion von Seiten des RapG 
Proteins einher, wie es zudem für viele der anderen Rap Phosphatasen beschrieben wurde. Der 
negative Einfluss von Seiten des RapG Proteins wird wiederum durch das PhrG Pentapeptid 
aufgehoben, sobald dieses nach der extrazellulären Prozession erneut ins Zytoplasma transportiert 
wurde und an das RapG Protein binden konnte. Interessanterweise wurden die Gene rapG sowie 
phrG ebenfalls in der Transkriptom-Studie salzgestresster B. subtilis Zellen identifiziert, wo sie eine  
3 bzw. 11-fache Induktion aufwiesen (265). Das daraus resultierende Modell zur Regulation des 
yqiHIK Operons aus B. subtilis unter hyperosmotischen Bedingungen wird im Folgenden vorgestellt 
und ist in Abbildung 51 dargestellt. 
 
Eine Induktion der Transkription des yqiHIK Operons findet unter hochosmolaren Bedingungen statt, 
sobald eine NaCl-Konzentration von 0,7 M NaCl des Kulturmediums überschritten wird. Das 
Expressionsniveau des Genclusters entwickelt sich dabei simultan zur Wachstumskurve und erreicht 
ein Maximum bei dem Eintritt in die stationäre Wachstumsphase. Diese Salzinduktion der 
Transkription ist wiederum von dem DegU Regulator abhängig. Die Gene, die für das DegS/DegU 
ZKS kodieren, werden ebenfalls durch hochosmolare Bedingungen induziert (265). Die Sensor-Kinase 
DegS nimmt ein zytoplasmatisches Signal wahr, was schließlich zur Autophosphorylierung des 
Enzyms führt. Im Anschluss daran phosphoryliert die DegS Histidin-Kinase den zugehörigen 
Response-Regulator DegU. Dieser Transkriptionsfaktor ist jedoch zunächst nicht in der Lage, an die 
DNA zu binden, da dieser durch die Phosphatase RapG daran gehindert wird. Die Expression des 
rapG sowie phrG Gens wird ebenfalls in hypertonen Kulturen induziert (265). Nach der Synthese des 
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PhrG Prä-Peptides wird dieses mit Hilfe einer Sec-abhängigen Translokationsmaschinerie ins 
extrazelluläre Milieu transportiert (223). Dort findet im Anschluss eine Prozessierung des Prä-Peptides 
statt, wobei das reife Pentapeptid anschließend über den Oligopeptid-Transporter Opp zurück ins 
Zytoplasma gelangt (225). Dort ist das PhrG Peptid in der Lage an die korrespondierende 
Phosphatase RapG zu binden. Durch die Formation dieses Komplexes kann das RapG Protein die 
DegU Bindeaktivität nicht mehr länger inhibieren (222). In Folge dessen ist der phosphorylierte 
Transkriptionsfaktor DegU in der Lage an die Promotorregion des yqiHIK Proteins zu binden. Dort 
erkennt dieser ein AT-reiches Bindemotiv auf der DNA, was in erheblicher Entfernung zur -35 Region 
des SigA-Promotors vorliegt (Abbildung 49). Durch die Bindung des DegU Proteins an die yqiHIK 
Promotorregion wird die Transkription des Genclusters über einen SigA-abhängigen Promotor 
induziert (Abbildung 25), wobei denkbar ist, dass die stromaufwärtsgelegene DegU Binderegion in 
räumliche Nähe zu dem Promotorbereich gebracht wird, wodurch schließlich die Interaktion der RNA-
Polymerase stabilisiert bzw. ermöglicht wird (87, 268).  
 
 
Abb. 51: Das Modell zur osmotischen DegS/DegU-abhängigen Regulation des yqiHIK Operons. 
Gezeigt ist das postulierte Modell zur osmotischen Induktion des yqiHIK Operons aus B. subtilis. 
Dabei wird die Beteiligung des DegS/DegU Zwei-Komponenten-Systems gezeigt, die wiederum durch 
das RapG/PhrG System reguliert wird. Die roten Pfeile symbolisieren die Salzinduktion der 
zugehörigen Gene.  
 
Bei der hier postulierten Beteiligung des RapG-PhrG Systems an der DegS/DegU-abhängigen 
Regulation des yqiHIK Operons handelt es sich um eine experimentell gut testbare Voraussage. Mit 
Hilfe einer Deletion der Gene phrG sowie opp (ABC-Transporter) könnte diese Hypothese final 
bestätigt werden. In beiden Fällen würde das reife Peptid PhrG nicht mehr im Zytoplasma lokalisiert 
vorliegen und könnte somit keine Wechselwirkung mit dem DegU-Inhibitor RapG einnehmen. Folglich 
würde die Transkription des yqiHIK Operons bei hohen Salinitäten ausbleiben. Des Weiteren wäre 
eine Analyse einer rapG Deletionsmutante im Hinblick auf die Expression des yqiHIK Operons bei 
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steigenden NaCl-Konzentrationen interessant. Die Deletion des rapG Gens würde einerseits dazu 
führen, dass das DNA-Bindeprotein DegU ungehindert an die Promotorregion der yqiHIK 
Transkriptionseinheit binden kann, anderseits könnte dies jedoch dazu führen, dass das Operon nun 
bereits durch moderate NaCl-Konzentrationen induzierbar sein könnte, wie es für die Gene proHJ 
(32), opuE (262) sowie yocH (248) beschrieben werden konnte, wobei diese osmotisch induzierbaren 
Gene nicht durch das DegS/DegU System gesteuert werden. 
Darüber hinaus stellt sich auch die Frage, ob das RapG/PhrG System generell eine Rolle bei der 
osmotischen Regulation der DegS/DegU abhängigen Regulation der zuvor identifizierten Gene 
(Tabelle 9) spielt. Es könnte sich demnach herausstellen, dass das hier vorgestellte Modell 
(Abbildung 51) nicht nur auf das yqiHIK Operon zutreffend ist, sondern eher als generell anwendbares 
Modell angesehen werden kann. 
 
Das ZKS DegS/DegU könnte demnach für eine bestimmte Anzahl osmotisch induzierbarer Gene als 
generelles Signaltransduktions-System für die Osmoregulation in B. subtilis in Frage kommen. Da das 
yqiHIK Operon nicht in den Transkriptom-Analysen (DegU Regulon) identifiziert werden konnte (177, 
213), könnten ebenso noch weitere Zielgene existieren, die bisher nicht in Betracht gezogen wurden. 
Für zahlreiche salzinduzierte Gene, deren Genprodukte vor allem für das Wassermanagement sowie 
die Turgorstabilisierung unter hyperosmotischen Stressbedingungen verantwortlich sind, kann eine 
Beteiligung des DegS/DegU Systems ausgeschlossen werden. Nichtsdestotrotz könnte ferner die Art 
der Signalwahrnehmung und Weiterleitung eines osmotischen Reizes durch dieses 
Signaltransduktions-System einen prinzipiellen Einblick ermöglichen, welche Parameter notwendig für 
die osmotische Induktion eines Gens in B. subtilis sind. Im Falle des proHJ Genclusters ist 
beispielsweise schon bekannt, dass ein 126 bp langes DNA-Fragment, welches die Promotorregion 
umfasst, ausreichend ist, um in cis eine Salzinduktion des proHJ Operons zu gewährleisten (32). 
 
2. Die Beteiligung des Repressors SinR an der Regulation des yqiHIK Operons 
Grundlage für die Untersuchung einer möglichen Beteiligung des SinR Proteins an der Regulation des 
yqiHIK Operons stellte das Ergebnis der kürzlich veröffentlichen Tiling-Array Analysen dar (205). Dort 
konnte eine Repression der yqiHIK Transkriptionseinheit festgestellt werden, sobald B. subtilis 
Kulturen unter biofilminduzierenden Bedingungen kultiviert wurden. Das SinR Protein ist ein globaler 
Regulator für die Biofilm-Formation in B. subtilis (135). Dabei fungiert das SinR Protein als direkter 
Repressor für ein 15 Gene umfassendes Operon (epsA-O), welches für Proteine kodiert, die an der 
Matrix-Produktion beteiligt sind (27). Zusätzlich konnte ein weiteres Ziel-Operon identifiziert werden, 
dessen Expression von SinR inhibiert wird. Dabei handelt es sich um das yqxM-sipW-tasA Operon 
(46), wobei die Genprodukte zusammen mit den Matrix-bildenden Proteinen eine Voraussetzung für 
die Ausbildung eines Biofilms in B. subtilis sind. Angrenzend zu dem sinR Leserahmen befindet sich 
stromaufwärts gelegen ein weiterer Leserahmen, nämlich der des sinI Gens (167). Das SinI Protein 
konnte als ein Antagonist zu dem SinR Protein identifiziert werden, wobei die Ausbildung eines SinR-
SinI Komplexes die inhibierende Funktion des SinR Proteins aufhebt (135, 167, 175). Das sinR Gen 
wird konstitutiv von einem SigA-abhängigen Promotor exprimiert, wohingegen die Synthese des SinI 
Proteins abhängig von der Konzentration des phosphorylierten Spo0A Proteins in B. subtilis ist (252). 
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Bei dem SinR Repressor handelt es sich um ein DNA-Bindeprotein, welches eine spezifische Sequenz 
auf der DNA erkennt (46, 135) und diese als Tetramer bindet (50). Diese DNA-Erkennungssequenz 
besteht aus 7 bp und kann in mehrfacher Ausführung sowie gegenläufiger Orientierung auf dem 
Chromosom vorkommen. Eine Inspektion der yqiHIK Promotorregion deutete tatsächlich auf zwei 
mögliche SinR Bindemotive hin. Der als Bindemotiv I definierte DNA-Bereich überlappte dabei mit der 
-35 Region des salzabhängigen SigA-Promotors, wobei das Bindemotiv II 18 bp stromaufwärts zu 
dem Bindemotiv I lokalisiert vorliegt (Abbildung 49).  
Die Analyse einer sinR sowie sinI Deletionsmutante auf die Transkription des yqiHIK Operons deutete 
in der Tat auf eine Beteiligung der SinR und SinI Proteine an der Regulation der yqiHIK 
Transkriptionseinheit hin (Abbildung 33). Zusätzlich führte eine zielgerichtete Mutagenese der beiden 
putativen Bindemotive zu der Annahme, dass beide Konsensus-Bereiche von dem SinR Protein 
erkannt und gebunden werden (Abbildung 33). Zur abschließenden Bestätigung dieser These müsste 
jedoch eine DNA-Bandshift- sowie DNA-Footprinting-Analyse durchgeführt werden. In den treA-
Reportergenstudien konnte in einer sinR Deletionsmutante ein Anstieg der Transkription des 
Genclusters unter normalen physiologischen Bedingungen (SMM-0 M NaCl) beobachtet werden. Dies 
führte zu der Hypothese, dass der SinR Repressor durch die Interaktion mit der -35 Region des SigA-
Promotors dafür verantwortlich sein könnte, die Transkription des Operons unter normalen 
physiologischen Bedingungen niedrig zu halten. Untermauert wurde dies durch die Beobachtung, 
dass sobald der Antagonist SinI fehlte und somit SinR an die DNA gebunden bleibt, ein Anstieg der 
Expression in SMM-0 M NaCl ausblieb. Ein ähnliches Expressionsverhalten konnte unter 
hyperosmotischen Bedingungen beobachtet werden. In einer sinR Deletionsmutante konnte ein 
Transkriptionsniveau festgestellt werden, dass dem der Wildtyp treA-Reportergenfusion entsprach. 
Lag jedoch das sinI Gen deletiert vor, fiel unter hyperosmotischen Bedingungen die Promotoraktivität 
auf ein Basalniveau zurück (Abbildung 33). Es stellte sich nun die Frage warum die Überlappung des 
SinR Repressors mit der -35 Region des SigA-Promotors nicht dazu führt, dass bei hohen Salinitäten 
die Expression des yqiHIK Operons ebenfalls reprimiert wird, wie es unter normalen physiologischen 
Bedingungen beobachtet werden konnte. Dafür sind zwei mögliche Ursachen denkbar. Erstens könnte 
unter salinen Bedingungen die stromaufwärtsgelegene Binderegion (Bindemotiv II) bevorzugt 
gebunden werden. Zweitens könnte man annehmen, dass die Affinität der DNA-Polymerase zu der 
Promotorregion unter osmotischen Kulturbedingungen stärker ist, wie die des SinR Repressors und 
diesen somit verdrängt. Zudem könnte eine Veränderung des DNA-Supercoilings eine Bindung der 
DNA-Polymerase zur Promotorregion fördern. Die Veränderung des DNA-Supercoilings als globales 
Regulationssystem wurde mehrfach diskutiert (276), dabei konnte gezeigt werden, dass in der Tat 
veränderte Umweltbedingungen, wie der Erhöhung der Osmolarität, zu einer Veränderung der DNA-
Topologie führen (7, 92, 115, 150).  
 
2.1. Die Induktion des Operons nach Initiation der Sporulation 
Nachdem ein möglicher Einfluss des SinR Proteins an der Regulation des yqiHIK Operons bestätigt 
werden konnte, stellte sich anschließend die Frage, welche physiologischen Implikationen dies im 
Hinblick auf die YqiHIK Proteine hat. In dieser Arbeit wurden alle physiologischen Experimente mit der 
domestizierten B. subtilis Wildtyplinie 168 durchgeführt. Dieser Stamm ist nicht in der Lage einen 
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robusten Biofilm auszubilden, wofür kürzlich die exakten Mutationen, die diesem Defekt zu Grunde 
liegen, aufgeklärt werden konnten (187). Ich konnte eine SinR/SinI-Abhängigkeit für die Regulation 
des yqiHIK Genclusters unter sporulationsspezifischen Bedingungen feststellen. Dabei zeigte sich, 
dass in einer sinR Deletionsmutante die Promotoraktivität des yqiHIK Operons, die der Wildtyp treA-
Fusion überragte, wohingegen das Transkriptionslevel in einer sinI Deletionsmutante weit unter dem 
des Wildtyp-Niveaus lag (Abbildung 33). Diese Beobachtung wird durch frühere Studien unterstützt, in 
denen das SinR Protein als Inhibitor für die Sporulation sowie die extrazelluläre Protease Produktion 
definiert wurde (Sporulation inhibition) (179). 
 
Die Sporulation ist ein hochkomplexer Differenzierungsprozess in B. subtilis, an dem eine Vielzahl von 
Proteinen beteiligt sind (70, 116, 227). Die Sporulation wird dabei in verschiedene Stufen eingeteilt 
(Abbildung 2), wobei die jeweiligen Phasen der Sporulation durch verschiedene Sigmafaktoren 
dominiert werden, die letztlich eine gerichtete Genexpression der Zielgene ermöglichen. Die Tatsache, 
dass die Transkription des yqiHIK Genclusters direkt nach dem Eintritt in die Sporulation erfolgt, 
impliziert, dass die Genprodukte eine Rolle während der frühen Sporulation zu spielen scheinen. 
Dabei ist bekannt, dass zahlreiche Zellwandhydrolasen in den Sporulations-Prozess involviert sind. 
Diese können sowohl an der Hydrolyse des Peptidoglykans der Mutterzelle sowie der Bildung des 
Sporen-Peptidoglykans beteiligt sein, als auch in die Sporenkeimung eingreifen (43, 249, 258, 280). 
Eine ähnliche Funktion könnte auch für die Zellwandhydrolase YqiI angenommen werden. Zudem 
zeigte die Bestimmung der Sporulationsfrequenz der yqiHIK Mutante zwar keine Auswirkung in dem 
sporulationsspezifischen Medium DSM (Abbildung 37), jedoch konnte eine Hyper-Sporulation der 
Deletionsmutante in dem definierten Minimalmedium SMM beobachtete werden (Abbildung 38). 
Der Sigmafaktor, der für die Regulation früher sporulationsspezifischer Gene verantwortlich ist, ist 
SigH (33, 93). Eine Primer-Extension-Reaktion, die zur Identifizierung des yqiHIK Sporulations-
Promotors durchgeführt wurde (Abbildung 42), deutete auf einen SigH-abhängigen Promotor hin. 
Dieser konnte jedoch in weiteren Studien nicht bestätigt werden. Eine Inspektion der yqiHIK 
Promotorregion deutete zudem auf keine SigH-Konsensus Region hin. Diese ist überdies schwierig zu 
identifizieren, da nicht viele hochkonservierte Bereiche in dieser Sequenz vorliegen (33). Die 
SinR/SinI-abhängige Regulation des yqiHIK Operons wurde in den Sporulations-Pathway integriert 
und wird im Folgenden Abschnitt vorgestellt (Abbildung 53). 
 
2.2. Das Modell zur SinR/SinI-abhängigen Regulation des yqiHIK Operons 
In B. subtilis agieren fünf Kinasen (KinA-KinE) gleichzeitig, um den Master-Regulator Spo0A zu 
phosphorylieren (129). Der Phosphorylierungs-Reaktion liegt zugrunde, dass die Konzentration von 
phosphoryliertem Spo0A (Spo0A~P) ausschlaggebend für die Art der Differenzierung in B. subtilis ist 
(81, 174). Niedrige Level von Spo0A~P führen zu der Aktivierung von Genen, deren Produkte 
beispielsweise eine Rolle während des Kannibalismus spielen (81). Im Gegensatz dazu ist eine hohe 
Konzentration von Spo0A~P notwendig, um die Sporulation zu initiieren (81, 82). Dieses Phänomen 
beruht auf der Tatsache, dass die zahlreichen Zielgene eine unterschiedliche Affinität zu dem DNA-
Bindeprotein Spo0A aufweisen (193). Die Abfolge der zellulären Differenzierungsprozesse in 
Abhängigkeit steigender Spo0A~P Konzentration lautet: Kannibalismus, Biofilm-Formation, 
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Kompetenz und schließlich Sporulation (Abbildung 52). Hierbei ist zu erwähnen, dass die diversen 
zellulären Prozesse immer nur in einer Subpopulation, innerhalb einer genetisch identischen 
Population vollzogen werden. Dieses Phänomen wird als Bistabilität beschrieben (63, 174). 
 
 
 
Abb. 52: Differenzierungsmöglichkeiten in B. subtilis und deren Abhängigkeit zur Spo0A Konzentration. 
Aufgelistet sind verschiedene Differenzierungsmöglichkeiten (Kannibalismus, Biofilm-Formation, Kompetenz und 
Sporulation) in B. subtilis. Die Abfolge dieser zellulären Prozesse ist abhängig von der Konzentration des 
phosphorylierten Master-Regulators Spo0A (Spo0A~P). 
 
Die Kinasen KinA sowie KinB sind maßgeblich in den Prozess der Sporulation involviert, wohingegen 
die Kinasen KinC und KinD bei der Biofilm-Formation eine wichtige Rolle einnehmen (129, 164, 165). 
Nach der Autophosphorylierung der Kinasen wird zunächst das Phosphotransferase-Protein Spo0F 
phosphoryliert. Im Anschluss daran findet ein Phosphorelay über die Phosphotransferase Spo0B hin 
zum Master-Regulator Spo0A statt (35, 116, 227). Befindet sich der Regulator Spo0A in seiner 
phosphorylierten und somit aktiven Form (Spo0A~P  ON), kann nun abhängig des Spo0A~P Levels 
eine gerichtete Transkription diverser Zielgene erfolgen. Der Phosphorylierungsstatus des 
Transkriptionsfaktors Spo0A wird zusätzlich über diverse Phosphatasen reguliert, die an 
verschiedenen Stellen des Phosphorelays eingreifen können (223). Beispiele dafür stellen die 
Phosphatasen RapA und RapB dar, die das Spo0F Protein dephosphorylieren können und wiederum 
durch die zugehörigen regulatorischen Peptide PhrA bzw. PhrB in ihrer Phosphatase-Aktivität 
gehindert werden (223, 226). Eine weitere Phosphatase-Aktivität besitzt das Spo0E Protein, welches 
direkt in der Lage ist, den Master-Regulator Spo0A zu dephosphorylieren (223). Ein weiterer zentraler 
Regulator in dieser Signalkaskade stellt das AbrB Protein dar (47). Dabei handelt es sich um einen 
globalen Repressor, der für die Repression zahlreicher Gene verantwortlich ist (47). Das AbrB Protein 
reprimiert beispielsweise die Expression der Gene sinI sowie sigH. Steigt jedoch die Konzentration 
des aktiven Spo0A Regulators (Spo0A~P) führt dies wiederum zur Repression des abrB Gens, was 
schließlich einen positiven Effekt auf die Transkription der zuvor genannten Gene hat. Der Regulator 
SinR ist ebenfalls für die Repression zahlreicher Gene verantwortlich (46, 135, 167). Diese 
Repression kann durch die Spo0A~P abhängige Synthese des Antagonisten SinI aufgehoben werden. 
Das SinI Protein bindet dabei an SinR, was eine Konformationsänderung nach sich zieht, die dazu 
führt, dass der Repressor seine DNA-Bindeaktivität verliert (46, 135, 167). 
Im Hinblick auf die Regulation des yqiHIK Operons postuliere ich nun das folgende Modell. Zunächst 
erkennt der Repressor SinR ein spezifisches Bindemotiv in der Promotorregion des yqiHIK Operons. 
Dies führt dazu, dass eine Transkription des Genclusters zunächst ausbleibt. Wird durch die Kinasen 
KinA sowie KinB ein spezifischer Reiz erkannt, der auf eine Nahrungslimitation zurückgeführt werden 
kann, wird die Signaltransduktions-Maschinerie in Gang gesetzt. Liegt der Master-Regulator Spo0A in 
seiner phosphorylierten und somit aktiven Form vor, führt dies wiederum zur Repression des abrB 
Gens. Sinkt die Konzentration des AbrB-Repressors, ist dieser nicht mehr in der Lage das sinI Gen zu 
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reprimieren. Folglich steigt die Synthese des SinI Proteins was letztlich dazu führt, dass durch eine 
SinI vermittelte Bindung der SinR Repressor von der Promotorregion des yqiHIK Operons ablässt und 
die Transkription somit initiiert. Analog zu der Regulation des sinI Gens kann bei steigenden Spo0A~P 
Konzentrationen der AbrB Regulator ebenfalls nicht mehr das Gen kodierend für den Sigmafaktor 
SigH reprimieren. Geht man davon aus, dass das SigH Protein ebenfalls die Transkription des yqiHIK 
Genclusters initiiert, würde dies nun im Einklang mit der postulierten physiologischen Rolle des YqiI 
Enzyms stehen, an frühen Stadien im Sporulationsprozess beteiligt zu sein.  
 
 
Abb. 53: Modell zur SinR/SinI-abhängigen Regulation des yqiHIK Genclusters. 
Abgebildet ist das postulierte Modell zur SinR/SinI-abhängigen Regulation des yqiHIK Genclusters 
unter sporulationsspezifischen Bedingungen.  
 
3. Der Anstieg der yqiHIK Promotoraktivität in der „Todeszone“ 
Die Messung der Promotoraktivität des yqiHIK Operons entlang der Wachstumskurve unter normalen 
physiologischen Bedingungen (SMM-0 M NaCl) zeigte eine sehr deutliche Zunahme der Expression in 
der „Todeszone“ (Abbildung 44). Diese Zone wurde als die Wachstumsphase definiert, die unmittelbar 
auf die der Absterbephase folgt. In der Absterbephase sank der Wachstumsertrag von OD578 4 auf 1,5 
ab, wohingegen die Zelldichte in der sogenannten „Todeszone“ konstant blieb (OD578 1,5) (Abbildung 
44). Interessanterweise konnte bei der Bestimmung der Promotoraktivität des Genclusters unter 
hyperosmotischen Bedingungen (1,2 M NaCl) ein vergleichbares Transkriptionsmuster erkannt 
werden (Abbildung 45). Hierbei stieg die Transkription des yqiHIK Operons bereits in der 
Absterbephase an. Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass dieser Anstieg des Transkriptlevels in 
der Todeszone nicht über den salzinduzierbaren SigA-abhängigen Promotor reguliert wird (Abbildung 
46). Durch zielgerichtete Verkürzungen in der stromaufwärtsgelegenen Promotorregion konnte der 
Promotor, der für die Expression des yqiHIK Genclusters in der Todeszone verantwortlich ist, auf ein 
79 bp langes DNA-Fragment eingegrenzt werden (Abbildung 54).  
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Abb. 54: Die Eingrenzung des putativen dritten Promotors des yqiHIK Genclusters.  
Dargestellt ist die Nukleotidsequenz des 300 bp langen Fragmentes der yqiH-treA-Fusion (∆0). Die Lage der 
Verkürzungen in der Promotorregion (∆1-6) sind durch Pfeile gekennzeichnet. Die AT-reiche Region wird durch 
eine schwarze Box dargestellt. Rote Boxen markieren die zwei putativen Binderegionen des SinR Proteins. Die  
-35 und -10 Region, der Transkriptions- sowie Translationsstart und die Ribosomenbindestelle (RBS) sind 
gekennzeichnet. In Gelb ist die eingegrenzte Lokalisation (79 bp) des Promotors hervorgehoben, der für die 
Expression des yqiHIK Operons in der Todeszone verantwortlich ist. 
 
3.1. Die funktionelle Bedeutung des YqiI Proteins in der „Todeszone“ 
Es stellte sich nun die Frage, welche physiologischen Prozesse in der sogenannten „Todeszone“ 
ablaufen, die eine Expression des yqiHIK Operons zu dieser Zeit erklären könnten. In dieser Phase 
der Wachstumskurve liegen eine Vielzahl der B. subtilis Zellen sporuliert vor, wobei andere wiederum 
bereits lysiert sind. Ob einige Zellen überdies noch in der Lage sind sich zu teilen ist unklar, da kein 
Anstieg im Wachstumsertrag (OD578) zu verzeichnen war (Abbildung 44). Andererseits blieb dieser 
Ertrag aber auch über einen längeren Zeitraum konstant, was eine Art Gleichgewicht zwischen 
Zellteilung, Zelllyse und Sporulation voraussetzt. Eine Zellteilung würde letztlich implizieren, dass 
genügend Nährstoffe vorhanden sein müssten, wobei Kohlenstoff- sowie Stickstoffressourcen, die mit 
Hilfe des Medium bereitgestellt wurden, bei Eintritt in die stationäre Wachstumsphase aufgebraucht 
sein sollten. Eine weitere Nährstoffquelle könnte jedoch durch die bereits lysierten Zellen zur 
Verfügung gestellt werden.  
B. subtilis ist für sein kannibalistisches Verhalten vor Initiation der Sporulation bekannt (89). Dabei ist 
dieses Bakterium in der Lage Toxine auszuscheiden, die zu der Zelllyse einer Subpopulation sowie 
zur damit verbundenen Ausscheidung von Nährstoffen führen (89). Der molekulare Mechanismus 
beruht dabei auf der Bistabilität von B. subtilis Zellen innerhalb einer Population (63, 174). Dabei ist 
nur eine Subpopulation dazu fähig, ein sogenanntes Immunitäts-Protein zu synthetisieren, welches 
das sekretierte Toxin neutralisieren kann (68). Dieser Prozess des Kannibalismus gehört zu einem 
sozialen Verhalten in B. subtilis und dient letztlich der Herauszögerung der Sporulation (88, 89). 
Ursache dafür ist die Tatsache, dass die Sporulation einen hochenergieaufwendigen Prozess darstellt, 
der nach einem bestimmten Zeitpunkt („Point of no return“) nicht mehr rückgängig gemacht werden 
kann, selbst wenn plötzlich ausreichend Nährstoffe im Habitat vorhanden wären (88, 89). Bezogen auf 
den Anstieg der Promotoraktivität des yqiHIK Operons in der „Todeszone“ wäre es denkbar, dass 
gerade die Zellwandhydrolase YqiI als eine Art „Killerhydrolase“ fungiert, deren Aufgabe in der 
Bereitstellung von Nährstoffen sowie der damit verbundenen Zelllyse liegt. Die sogenannten 
Muropeptide, lösliche Peptidoglykanfragmente, die nach der Hydrolyse des Zellwand-Peptidoglykans 
entstehen, könnten ferner als Signalmoleküle fungieren, die die Aktivität des yqiHIK Operons 
VI. DISKUSSION 106
zusätzlich erhöhen bzw. ermöglichen könnten. Dabei ist bekannt, dass Muropeptide als 
Signalmoleküle agieren können, um beispielsweise auf das Vorhandensein von Antibiotika 
hinzudeuten, die Sporenkeimung einzuleiten oder auch im Falle von Eukaryoten, eine bakterielle 
Infektion anzudeuten (23). Die Aktivierung eines Autolysins durch Muropeptide konnte am Beispiel der 
lytischen Transglycosylase YocH gezeigt werden (253). Die Induktion der yocH Expression ist in 
diesem Fall abhängig von PrkC, einer membrangebundenen Ser/Thr Kinase, die für die Erkennung 
und Bindung dieser Peptidoglykan-Fragmente verantwortlich ist. YocH ist in der Lage seine eigene 
Expression zu stimulieren und ist vermutlich für eine Hydrolyse der Muropeptide verantwortlich, die als 
Turnover-Produkte von lebenden Zellen freigesetzt werden. Demnach wäre eine Beteiligung der 
Kinase PrkC an der Regulation des yqiHIK Operons in der sogenannten „Todeszone“ zu prüfen. 
 
Darüber hinaus könnte auch spekuliert werden, dass die Zellwandhydrolase YqiI an einem Zellwand-
Recycling beteiligt ist. Das Zellwand-Peptidoglykan stellt durch seine Zusammensetzung eine enorme 
Ressource an Nährstoffen dar (220, 236). Der Prozess des Zellwand-Recyclings ist in dem Gram-
negativen Organismus E. coli weitestgehend aufgeklärt. Dem zugrunde liegt die Fähigkeit von 
Bakterien einen sogenannten Zellwand-Turnover vorzunehmen, an dem zahlreiche Autolysine beteiligt 
sind (170, 220, 236). Dabei wird in E. coli 45 % und im Falle von B. subtilis sogar über 50 % des 
Peptidoglykans in einer Generation freigesetzt (220, 236). In E. coli werden davon nur ca. 6-8 % des 
Murein-Sacculus ins Medium sekretiert, wohingegen der größte Teil des Zellwand-Peptidoglykans 
recycelt wird (90). An diesem Prozess sind eine Vielzahl von Proteinen beteiligt, wie beispielsweise 
Zellwandhydrolasen, Peptidasen sowie spezifische Transportsysteme, die einen Re-Transport der 
Nährstoffe ins Zytoplasma gewährleisten. Obwohl der Gram-positive Organismus B. subtilis eine 
höhere Zellwand-Turnover-Rate besitzt, konnte man lange Zeit kein Zellwand-Recycling nachweisen. 
Durch das vielschichtige Peptidoglykan hätte dies jedoch eine enorme Ressourcenverschwendung 
dargestellt. Im Jahre 2010 konnte durch Litzinger et al. (170) erstmalig ein Zellwand-Recycling-
Pathway in B. subtilis identifiziert werden (Abbildung 55). Die Schlüsselenzyme stellen in diesem 
Prozess die Proteine NagZ (YbbD) sowie AmiE (YbbE) dar. Interessanterweise konnte für NagZ, eine 
N-Acetylglucosaminidase, eine Sekretion ins Medium beobachtet werden. Dabei findet eine nicht-
kovalente Bindung des NagZ Proteins an die freigesetzten Peptidoglykanketten statt. Nach einer 
Prozessierung von Seiten dieses Proteins findet anschließend eine weitere Hydrolyse durch die 
Amidase AmiE statt. 
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Abb. 55: Der putative Zellwand-Recycling-Pathway in B. subtilis. 
Dargestellt ist der durch Litzinger et al. (170) postulierte Signalweg des Zellwand-Recycling in B. subtilis. Die 
Lage und Orientierung der beteiligten Gencluster wird ebenfalls gezeigt. Die Abbildung wurde aus der oben 
genannten Veröffentlichung entnommen. 
 
Ein jedoch wirklich zentraler Befund meiner Untersuchungen, im Hinblick auf den Anstieg der 
Promotoraktivität des yqiHIK Operons in der Todeszone (ca. 25 Stunden der Inkubation in SMM), 
zeigte sich bei der kritischen Analyse der nagZ Promotoraktivität mittels einer lacZ-Reportergenfusion, 
die von Litzinger et al. (170) berichtet wurde. Dabei konnte ein sehr starker Anstieg in der Aktivität des 
NagZ Proteins nach einer 25-stündigen Inkubation in LB-Medium beobachtet werden. Dieser Zeitpunkt 
wurde als späte stationäre Phase bzw. Absterbephase definiert. Dieses Expressionsmuster konnte 
darüber hinaus ebenso für das Gen pbpE identifiziert werden (217). Dieses Gen kodiert in B. subtilis 
für ein weiteres Autolysin, für das zusätzlich eine Salzinduktion beobachtet werden konnte (217). 
Um eine Beteiligung der Zellwandhydrolase YqiI an dem Prozess des Zellwand-Recyclings letztlich zu 
bestätigen, müsste eine Analyse der Zellwand-Turnover-Produkte in einer yqiI Deletionsmutante im 
Vergleich zum Wildtyp durchgeführt werden. In Anbetracht der Redundanz der Autolysine wäre die 
Analyse einer ∆yqiI, ∆nagZ Doppelmutante ebenfalls interessant. 
 
Ein kritischer Punkt in diesem Zusammenhang stellt weiterhin die Lokalisation der Zellwandhydrolase 
YqiI dar, die bisher nicht abschließend aufgeklärt werden konnte. Das Vorhandensein eines 
Signalpeptides deutet darauf hin, dass das YqiI Protein ins äußere Milieu sekretiert wird. Die 
Aminosäuresequenz des reifen YqiI Proteins weißt jedoch keine Zellwandbindedomäne auf 
(Abbildung 15), die charakteristisch für Autolysine jeglicher Art ist (74, 258, 280). Dennoch konnte das 
YqiI Protein nicht im Sekretom von B. subtilis identifiziert werden (272). Mein derzeitige Modell zieht in 
Betracht, dass eine Verankerung des YqiI Enzyms an die Zellwand stattfindet, die durch das 
Lipoprotein YqiH vermittelte werden könnte, was mittels eines „Bakterien-Zwei-Hybrid-Systems“ 
aufgeklärt werden könnte. Bei dem Protein YqiH handelt es sich vermutlich um ein in der 
Zytoplasmamembran verankertes Lipoprotein. Eine Co-Expression von einem Lipoprotein und einer 
Amidase konnte häufiger beobachtet werden (126), wobei die genaue Funktion des Lipoproteins nicht 
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bekannt ist. Spekuliert wurde in diesem Zusammenhang, ob das Lipoprotein vielleicht als eine Art 
Chaperon fungieren könnte, was bereits für das LppX Protein aus Paenibacillus sp. W-61 gezeigt 
werden konnte (83). 
In Zukunft könnte die exakte Lokalisation der Zellwandhydrolase YqiI mit Hilfe einer spezifischen 
Markierung des Proteins (Strep-Tag, Flag-Tag oder Fluoreszenz-Tag) sowie sich einer daran 
anschließenden Antikörper-vermittelten Detektion (Western Blot) erfolgen. Überdies wäre es 
interessant zu untersuchen, ob die Lokalisation des YqiI Proteins von der jeweiligen Stresssituation 
oder auch Wachstumsphase abhängig ist. 
 
3.2. Implikationen der facettenreichen Regulation des yqiHIK Operons 
Wie bereits in Abschnitt 2 diskutiert wurde, wird die Induktion der Transkription des yqiHIK Operons 
bei Eintritt in die Sporulation nicht über den zuvor identifizierten SigA-abhängigen Promotor reguliert. 
Demnach stellt sich die Frage, ob die komplexe Regulation der Transkription des yqiHIK Operons über 
zwei oder sogar drei verschiedene Promotoren verläuft, oder anders formuliert, können beide 
Phänomene (Induktion Sporulation/Todeszone) durch nur einen Promotor reguliert werden. Nach 
derzeitigem Kenntnisstand gehe ich davon aus, dass drei distinkte Promotoren existieren müssen, um 
eine gezielte Regulation des Genclusters unter den verschiedenen Wachstumsbedingungen zu 
gewährleisten. Das Hauptargument was zu dieser Schlussfolgerung führte, liegt darin begründet, dass 
der Anstieg der yqiHIK Promotoraktivität in der „Todeszone“ zeitlich nicht mit der Initiation der 
Sporulation in Verbindung gebracht werden kann, da zu diesem Zeitpunkt die Zellen alle bereits 
sporuliert bzw. lysiert vorliegen. Unterstützt wird dieses Argument dadurch, dass ein Anstieg des 
Transkriptionsniveaus des Genclusters in der „Todeszone“ auch in hypertonem Medium (1,2 M NaCl) 
beobachtet werden konnte. Dies wiederum kann unmöglich auf den Prozess der Sporulation 
zurückgeführt werden, da unter Hochsalz Bedingungen die B. subtilis Zelle nicht in der Lage ist zu 
sporulieren (239). Diese Fakten sprechen für ein anderes physiologisches Ereignis, was nicht mit dem 
Prozess der Sporulation in Verbindung gebracht werden kann und demnach nicht über einen 
sporulationsspezifischen Promotor reguliert würde. In B. subtilis sind verschiedene Sigmafaktoren 
bekannt, die eine gezielte Genexpression in den verschiedenen Stadien der Sporulation ermöglichen 
(70, 116, 227). Daher gehe ich davon aus, dass die Regulation des yqiHIK Operons durch drei 
unterschiedliche und unabhängig voneinander regulierte Promotoren erfolgen muss: (1) der bereits 
identifizierte SigA-abhängige Promotor, der für die Salzinduktion des yqiHIK Operons verantwortlich 
ist; (2) ein sporulationsspezifischer Promotor, der an der Induktion der Transkriptionseinheit zur 
Beginn der Sporulation beteiligt ist und (3) ein Promotor, der die Transkription des Gencluster in der 
„Todeszone“ induziert. Um dies letztlich zu bestätigen, müssten diese Promotoren mittels einer 
Primer-Extension-Analyse identifiziert werden. Eine zielgerichtete Mutagenese dieser Promotoren, 
analog zu der von mir durchgeführten Analyse des SigA-Promotors, könnte die Existenz von drei oder 
auch zwei Promotoren untermauern. 
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4. Ausblick 
Die in dieser Arbeit vorgelegten Ergebnisse zeigen eine komplexe und viele Facetten umfassende 
Regulation des yqiHIK Operons. Interessanterweise konnte eine ähnliche facettenreiche Regulation 
ebenfalls für das aprE Gen aus B. subtilis identifiziert werden. Das aprE Gen kodiert für die 
extrazelluläre alkalische Protease (Subtilisin), die am Ende der exponentiellen Wachstumsphase 
synthetisiert wird (2). Dabei regulieren vier DNA-Bindeproteine ScoC, SinR, AbrB sowie DegU die 
Expression dieses Gens, wobei nur im Falle von DegU ein positiver Effekt auf die Transkription des 
aprE Gens ausgeübt wird (2, 208). 
Im Rahmen dieser Arbeit wurden erstmalig die morphologischen Veränderungen der Zellwand unter 
hyperosmotischen Bedingungen beobachtet und mit dem Anpassungsprozess von B. subtilis an 
hochosmolare Bedingungen in Verbindung gebracht. Durch die Aufklärung des Einflusses des ZKS 
DegS/DegU an der Regulation des yqiHIK Operons, sowie die zytoplasmatische Lokalisation der 
Sensor-Kinase DegS existiert nun ein experimentell gut zugängliches Modellsystem, anhand dessen 
die osmotische Regulation einer ganzen Gruppe salzinduzierter Gene in B. subtilis studiert werden 
kann. Die in dieser Dissertation vorgelegten Daten haben daher die Tür für vertiefte genetische 
Untersuchungen, im Hinblick auf die Wahrnehmung des „Salzstress-Signals“ durch die B. subtilis 
Zelle, geöffnet. 
Die komplexe Regulation des yqiHIK Operons aus B. subtilis weist darauf hin, dass die kodierten 
Genprodukte wichtige Aufgaben unter sehr unterschiedlichen Wachstumsbedingungen und in 
verschiedenen zellulären Differenzierungsprozessen spielen. In diesem Zusammenhang wurden 
Prozesse wie Kannibalismus/Peptidoglykan-Recycling, Biofilm-Formation sowie Sporulation diskutiert. 
Besonders interessante neue Einblicke in physiologische und genetische Prozesse sind daher in 
zukünftigen Studien zu erwarten, die B. subtilis beim Eintritt in die „Todeszone“ erfährt. 
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Anhang 1 
 
Die in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide sind in Tabelle 10 zusammengefasst. Die 
Erkennungssequenzen für Restriktionsendonukleasen wurden, falls vorhanden, unterstrichen und 
benannt. In Tabelle 11 sind die Plasmide (Tabelle 4) sowie die aus dieser Konstruktion entstandenen 
B. subtilis Stämme (Tabelle 3) zusammengefasst. Überdies werden die verwendeten Oligonukleotide 
(Tabelle 10), die wiederum zur Konstruktion der Plasmide notwendig waren, genannt. 
 
Tabelle 10: Oligonukleotide 
 
Bezeichnung Sequenz 5‘  3‘ Bemerkung 
  
 
sinR_N_strep_for 
 
ATGGTAGGTCTCAGCGCCATTGGCCAGCGTATTA
AACAATACC 
 
BsaI-
Erkennungssequenz 
 
sinR_N_strep_rev 
 
ATGGTAGGTCTCATATCACTCCTCTTTTTGGGATT
TTCTCCA 
 
BsaI-
Erkennungssequenz 
 
pJMB1/Verkürzungen 
PtreAH_for: 
 
GCCCCGGGCGATTTGCTCACCCTATTCTC 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
Pcys_rev: 
 
CGGGATCCAAAGAAAGAGCGCAGTAAACAGC 
 
BamHI- 
Erkennungssequenz 
 
PtreAH_for_trunc_1 
 
GCCCCGGGTCAATTAGAGCCATCCTCATAG 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
PtreAH_for_trunc_2 
 
GCCCCGGGGCCCTTTTGAAAATCATGGAAC 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
PtreAH_for_trunc_2b 
 
GCCCCGGGTCGCCTGCATTCGCGTTGTC 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
AT_Trunc_1_for 
 
GCCCCGGGAAATTTTTTAAAATGAATAAAAAGTTG 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
AT_Trunc_2_for 
 
GCCCCGGGAAAATGAATAAAAAGTTGCTTCTTTC 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
AT_Trunc_3_for 
 
GCCCCGGGTCTTTCCGCTAATTTTTTCTAATTG 
 
SmaI- 
Erkennungssequenz 
 
Primer Extension 
PpRB373_yqiH_for 
 
AAAGAATTCCGATTTGCTCACCCTATTCTC 
 
EcoRI- 
Erkennungssequenz 
 
PpRB373_yqiH_rev 
 
AAAGAATTCAGGTCTTTCGCAGCTGAATATC 
 
EcoRI- 
Erkennungssequenz 
 
PEyqiH_2 
 
ACGTTTATCCTTCGGAACTTG 
 
Floureszenzlabel (5‘) 
DY_781 
Komplementation 
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Pkomp_pGP382_yqiI_for 
 
AAAGGATCCTACAGCTGGAAGATATTCAGC 
 
BamHI- 
Erkennungssequenz 
Pkomp_pGP382_yqiI_rev 
 
CCCCAAGCTTTATACTTATTTTGTCGGCTCC 
 
HindIII- 
Erkennungssequenz 
 
PKomp_yqiI_for 
 
AAAAAGCTTTACAGCTGGAAGATATTCAGC 
 
HindIII- 
Erkennungssequenz 
 
PKomp_yqiI_rev 
 
AAAAGCTAGCTATACTTATTTTGTCGGCTCC 
 
NheI- 
Erkennungssequenz 
 
Promotor-Mutagenese SigA-Promotor* 
Pprom_Mut 
-35_TG_for 
 
CGCCTGCATTCGCGTTGTCTTGACAAATTCTCCAT
TC 
 
-35 Region 
Pprom_Mut 
-35_TG_rev 
 
GAATGGAGAATTTGTCAAGACAACGCGAATGCAG
GCG 
 
-35 Region 
Pprom_Mut 
GTTG_for 
 
TTGTCTTTACAAATTCTCCATTCTGTGCAAAGATAA
AAGCCAAACATCAGGA 
 
-16 Region 
Pprom_Mut 
GTTG_rev 
 
TCCTGATGTTTGGCTTTTATCTTTGCACAGAATGG
AGAATTTGTAAAGACAA 
 
-16 Region 
Pprom_Mut 
-10_GA_for 
 
CAAATTCTCCATTCTGGTCAAAAATAAAAGCCAAA
CATCAGGAAG 
 
-10 Region 
Pprom_Mut 
-10_G_A_rev 
 
CTTCCTGATGTTTGGCTTTTATTTTTGACCAGAAT
GGAGAATTTG 
 
-10 Region 
Pprom_Mut_int_T_for 
 
TTCTCCATTCTGGTCAAAGAGAAAAGCCAAACATC
AGGAAG 
 
Invariantes T 
Pprom_Mut_int_T_rev 
 
CTTCCTGATGTTTGGCTTTTCTCTTTGACCAGAAT
GGAGAA 
 
Invariantes T 
Pprom_Mut 
perf_10_for 
 
GTCTTTACAAATTCTCCATTCTGGTCTATAATAAAA
GCCAAACATCAGGAAGAGGT 
 
-10 Region 
Pprom_Mut 
perf_10_rev 
 
ACCTCTTCCTGATGTTTGGCTTTTATTATAGACCA
GAATGGAGAATTTGTAAAGAC 
 
-10 Region 
Pprom_Mut 
perf_sigA_for 
 
GCGTTGTCTTGACAAATTCTCCATTCTGTGCTATA
ATAAAAGCCAAACATCAGGAAGAGGTGG 
 
Perfekter SigA 
Konsensus 
Pprom_Mut 
perf_sigA_rev 
 
CCACCTCTTCCTGATGTTTGGCTTTTATTATAGCA
CAGAATGGAGAATTTGTCAAGACAACGC 
 
Perfekter SigA 
Konsensus 
Pprom_Mut 
perf_35_10_for 
 
GCGTTGTCTTGACAAATTCTCCATTCTGGTCTATA
ATAAAAGCCAAACATCAGGAAGAGGTGG 
 
-35 Region/-10 
Region 
 
Pprom_Mut 
perf_35_10_rev 
 
CCACCTCTTCCTGATGTTTGGCTTTTATTATAGAC
CAGAATGGAGAATTTGTCAAGACAACGC 
 
-35 Region/-10 
Region 
Mutagenese der putativen SinR Bindestellen* 
Bind_mut_sinR_for 
 
AACTTGCTCGCCTGCATTCGCCCCGTCTTTACAAA
TTCTCCATTCT 
Bindestelle I 
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Bind_mut_sinR_rev 
 
AGAATGGAGAATTTGTAAAGACGGGGCGAATGCA
GGCGAGCAAGTT 
 
Bindestelle I 
Bind_mut_sinR_A_for 
 
TGAAAATCATGGAACTTGCTCGCCTGCATTCGCA
AAAAATTTACAAATTCTCCATTCTGGTCAAAGATA
AAA 
 
Bindestelle I 
(AT-reich) 
Bind_mut_sinR_A_rev 
 
TTTTATCTTTGACCAGAATGGAGAATTTGTAAATTT
TTTGCGAATGCAGGCGAGCAAGTTCCATGATTTT
CA 
 
Bindestelle I 
(AT-reich) 
Bind_mutII_sinR_C_ 
for 
 
ATGATCGGGTCGTATAGCCCTTTTGAAAATCCCC
CCCCTTGCTCGCCTGCATTCGC 
 
Bindestelle II 
(GC-reich) 
Bind_mutII_sinR_C_ 
rev 
 
GCGAATGCAGGCGAGCAAGGGGGGGGATTTTCA
AAAGGGCTATACGACCCGATCAT 
 
Bindestelle II 
(GC-reich) 
Bind_mutII_sinR_A_ 
for 
 
TCGGGTCGTATAGCCCTTTTGAAAATCAAAAAAAT
TGCTCGCCTGCATTCGC 
 
Bindestelle II 
(AT-reich) 
Bind_mutII_sinR_A_ 
rev 
 
GCGAATGCAGGCGAGCAATTTTTTTGATTTTCAAA
AGGGCTATACGACCCGA 
 
Bindestelle II 
(AT-reich) 
Promotor-Mutagenese des putativen SigH Promotors* 
Prom_mut_sigH10_for 
 
CATCAGGAAGAGGTGGTCATGTGCCCCAAACGGT
TCTTTTGCTGTTTAC 
 
-10 Region 
Prom_mut_sigH10_rev 
 
GTAAACAGCAAAAGAACCGTTTGGGGCACATGAC
CACCTCTTCCTGATG 
 
-10 Region 
Prom_mut_sigH35_for 
 
GGTCAAAGATAAAAGCCAAACATCTCCTAGAGGT
GGTCATGTGAAACAAACG 
 
-35 Region 
Prom_mut_sigH35_rev 
 
CGTTTGTTTCACATGACCACCTCTAGGAGATGTTT
GGCTTTTATCTTTGACC 
 
-35 Region 
Insertion/Deletions Mutanten** 
P1H 
 
GTTTTCGGAGAATAAAACTGCTGAATTAAG 
 
5‘ Flanke yqiH 
 
P2H 
 
TCATAGCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATTAAAC
AGCAAAAGAACCGTTTGTTTCACAT 
 
5‘ Flanke yqiH 
 
P3K 
 
TTATCGAATTCACTGGCCGTCGTTTTACAATACTG
AAGAAAATGAGGAACGGTTTGATTA 
 
3‘ Flanke yqiK 
 
P4K 
 
TTTCACATGTCAAAACAACTGAAGCAAAAG 
 
3‘ Flanke yqiK 
 
P2D 
 
TCATAGCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATTAAAC
AGCAAAAGAACCGTTTGTTTCACAT 
 
Kanamycin-
Resistenzkassette 
 
P6D 
 
ATGTGAAACAAACGGTTCTTTTGCTGTTTAATAAC
AATTTCACACAGGAAACAGCTATGA 
 
Kanamycin-
Resistenzkassette 
 
P1lytC 
 
TCTCTATTGAGTCTACTAAATATATCCGAC 
 
5‘ Flanke lytC 
 
P2lytC 
 
TCATAGCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATTACATT
TGCTTTGATATTTGTACAGCAGTG 
5‘ Flanke lytC 
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P3lytC 
 
TTATAACATGTATTCACGAACGAAAATCGCTTCTA
AAATGCCGAGTGTTTTAGTTGAAAC 
 
3‘ Flanke lytC 
 
P4lytC 
 
TTTGCACCGCTCATGATTTGTTTTGTAATA 
 
3‘ Flanke lytC 
 
P5spec 
 
CACTGCTGTACAAATATCAAAGCAAATGTAATAAC
AATTTCACACAGGAAACAGCTATGA 
Spectinomycin-
Resistenzkassette 
P6spec 
 
GTTTCAACTAAAACACTCGGCATTTTAGAAGCGAT
TTTCGTTCGTGAATACATGTTATAA 
 
Spectinomycin-
Resistenzkassette 
P1yrvJ 
 
CAATCGCTTCAATTCCAAACTGATAAAACT 
 
5‘ Flanke yrvJ 
P2yrvJ 
 
TTGATATTTAAATTTATTAGGATCCCCGGGAATAG
CGCTGAGGTGAAAATAATACATACA 
 
5‘ Flanke yrvJ 
P3yrvJ 
 
TCATAGCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATCCATT
GTACATAGCAATTCATACCAAGAAA 
 
3‘ Flanke yrvJ 
P4yrvJ 
 
TAATTTCTCAAATGAAGAGGATATGTACGC 
 
3‘ Flanke yrvJ 
P5ery 
 
TGTATGTATTATTTTCACCTCAGCGCTATTCCCGG
GGATCCTAATAAATTTAAATATCAA 
 
Erythromycin-
Resistenzkassette 
P6ery 
 
TTTCTTGGTATGAATTGCTATGTACAATGGATAAC
AATTTCACACAGGAAACAGCTATGA 
 
Erythromycin-
Resistenzkassette 
P1cwlC 
 
GACTTTTTGATTAAATCTCTCGTCTTTTGG 
 
5‘ Flanke cwlC 
P2cwlC 
 
TCATAGCTGTTTCCTGTGTGAAATTGTTATATTAGT
TAATATCGTACGTAAGGCTAAAGC 
 
5‘ Flanke cwlC 
P3cwlC 
 
TTTAATCTTTTTACGTACACTATCTGCAGCCAAAG
GTTTTGACTCGATTGTCCTTTTAAA 
 
3‘ Flanke cwlC 
P4cwlC 
 
CTCCTTGCTCAGGAAATTTATAATAAACAG 
 
3‘ Flanke cwlC 
P5cwlC_tet 
 
TTTAAAAGGACAATCGAGTCAAAACCTTTGGCTGC
AGATAGTGTACGTAAAAAGATTAAA 
 
Tetracyclin-
Resistenzkassette 
P6cwlC_tet 
 
GCTTTAGCCTTACGTACGATATTAACTAATATAAC
AATTTCACACAGGAAACAGCTATGA 
 
Tetracyclin-
Resistenzkassette 
P1cwlD 
 
ATTGTACATCCTGTTGCCAATGTTTTTGTT 
 
5‘ Flanke cwlD 
P2cwlD 
 
GGACTGAATAACTTCGTATAGCATACATTAAGTAA
TATGATGAAGCCTAGCAAAAAACTG 
 
5‘ Flanke cwlD 
P3cwlD 
 
CCATATCAAGATAACTTCGTATAATGTATGCTTATA
GAAGTCGGATTTTTATCCAATCCA 
 
3‘ Flanke cwlD 
P4cwlD 
 
TCTTTGCACTTTCATAATAAGCCATGTTCT 
 
3‘ Flanke cwlD 
P5cwlD_zeo 
 
TGGATTGGATAAAAATCCGACTTCTATAAGCATAC
ATTATACGAAGTTATCTTGATATGG 
Zeocin-
Resistenzkassette 
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P6cwlD_zeo 
 
CAGTTTTTTGCTAGGCTTCATCATATTACTTAATGT
ATGCTATACGAAGTTATTCAGTCC 
 
Zeocin-
Resistenzkassette 
Sequenzierungs-Oligonukleotide 
pASK-IBA-forward GTGAAATGAATAGTTCGAC 
 
pASK-IBA3 plus 
pASK-IBA5 plus 
pASK-IBA-reverse CGGCAAATGGCGATCGC 
 
pASK-IBA3 plus 
pASK-IBA5 plus 
PpJMB1-pFSB1_for ATAAGGGTAACTATTGCCG 
 
pJMB1 
PpFSB1-gfp_rev CCCATTAACATCACCATC 
 
pJMB1 
pRB373_for CGCCCCGCCCTG pRB373 
pRB373_rev GTTCAGAACGCTCGG pRB373 
PpDR110_pDR111_seq_
for 
 
AAGTTGTTGACTTTATCTAC 
 
pDR110 
PpDR110_pDR111_seq_
rev 
 
TGTAAGATTTAAATGCAACC 
 
pDR110 
M13_puc_for: GTAAAACGACGGCCAGTG 
 
pGP382 
 
M13_puc_rev 
 
GGAAACAGCTATGACCATG 
 
pGP382 
 
degQ_for 
 
CAGGAAACGCCAAGAATCGCATAT 
 
Biofilm 
degQ_rev 
 
GACTTGTTTCCAAGTCTTTTTCACG 
 
Biofilm 
swrA_for 
 
AGAGATTATGGATCATAAGTCAC 
 
Biofilm 
swrA_rev 
 
TATTAAATGGCTTGGATATCCTC 
 
Biofilm 
epsC_for 
 
GCTGTGTATCACACGATGTTCTTC 
 
Biofilm 
epsC_rev 
 
CCTCTTCTGGATTGTGTTCCAT 
 
Biofilm 
sfp_for 
 
TTTTGCAGACGGAGGATCTAG 
 
Biofilm 
sfp_rev 
 
TGTCAAGCTGTTGATGAGCCA 
 
Biofilm 
*Mutagenisierte Basen wurden hervorgehoben 
**Sequenzbereiche, welche homolog zu den jeweiligen Zielgenen sind, sind kursiv dargestellt 
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Tabelle 11: Die B. subtilis Stammkonstruktion im Überblick 
 
Stamm Plasmid Oligonukleotid 
 
 
 
KFB8 - P1H, P2H, P3K, P4K, P2D, P6D 
 
KFB9 - P1lytC, P2lytC, P3lytC, P4lytC, P5spc, P6spc 
 
KFB10 - P1yrvJ, P2yrvJ, P3yrvJ, P4yrvJ, P5ery, P6ery 
 
KFB14 - Siehe Einzelmutanten 
KFB15 pKF13 PtreAH_for; Pcys_rev 
 
KFB16 - P1cwlC, P2cwlC, P3cwlC, P4cwlC, P5cwlC_tet, P6cwlC_tet 
 
KFB17 - P1cwlD, P2cwlD, P3cwlD, P4cwlD, P5cwlD_zeo, P6cwlD_zeo 
 
KFB23 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB24 pKF18 Pprom_Mut_-35_TG_for; Pprom_Mut_-35_TG_rev 
 
KFB25 pKF19 Pprom_Mut_GTTG_for; Pprom_Mut_GTTG_rev 
 
KFB26 pKF20 Pprom_Mut_-10_GA_for; Pprom_Mut_-10_GA_rev 
 
KFB29 - Siehe Einzelmutanten 
KFB31 - Siehe Einzelmutanten 
KFB32 pKF24 Pprom_Mut_int_T_for; Pprom_Mut_int_T_rev 
 
KFB33 pKF25 Pprom_Mut_perf_10_for; Pprom_Mut_perf_10_rev 
 
KFB34 pKF26 Pprom_Mut_perf_sigA_for; Pprom_Mut_perf_sigA_rev 
 
KFB35 pKF27 Pprom_Mut_perf_35_10_for; Pprom_Mut_perf_35_10_rev 
 
KFB36 - 
 
Siehe Einzelmutanten 
KFB37 - 
 
Siehe Einzelmutanten 
KFB38 pKF28 PtreAH_for_trunc_1; Pcys_rev 
 
KFB39 pKF29 PtreAH_for_trunc_2; Pcys_rev 
 
KFB40 pKF30 PtreAH_for_trunc_2b; Pcys_rev 
 
KFB41 pKF13 Siehe oben 
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KFB42 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB43 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB44 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB45 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB46 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB47 pKF13 
 
Siehe oben 
 
KFB51 pKF34 PKomp_yqiI_for; PKomp_yqiI_rev 
 
KFB55 pKF36 AT_Trunc_1_for; Pcys_rev  
 
KFB56 pKF37 AT_Trunc_2_for; Pcys_rev 
 
KFB57 pKF38 AT_Trunc_3_for; Pcys_rev 
 
KFB63 pKF45 Prom_mut_sigH10_for; Prom_mut_sigH10_rev 
 
KFB64 pKF46 Prom_mut_sigH35_for; Prom_mut_sigH35_rev  
 
KFB65 pKF47 Bind_mut_sinR_for; Bind_mut_sinR_rev 
 
KFB69 pKF48 Bind_mut_sinR_A_for; Bind_mut_sinR_A_rev 
 
KFB70 pKF49 Bind_mutII_sinR_C_for; Bind_mutII_sinR_C_rev  
 
KFB71 pKF50 Bind_mutII_sinR_A_for; Bind_mutII_sinR_A_rev 
 
KFB72 pKF13  Siehe oben 
 
KFB78 pKF13 Siehe oben 
 
Anhang 2 
 
In einem vorangegangenen Komplementations-Experiment wurde die Expression des yqiI Gens durch 
einen IPTG induzierbaren (Pspank) Promotor gesteuert. Dafür wurde sowohl der B. subtilis Wildtyp-
Stamm, die Deletionsmutante KFB8 als auch der Komplementations-Stamm in SMM sowie in SMM-
1,2 M NaCl kultiviert. Die optische Dichte der Kulturen wurde nach 22-stündiger Inkubation bei 37°C 
photometrisch (OD578) bestimmt (Abbildung 56). Die Wachstumserträge der Deletionsmutante KFB8 
sowie die des Komplementations-Stammes KFB51 waren unter den getesteten physiologischen 
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Bedingungen nahezu deckungsgleich (Abbildung 56). Eine Komplementation des Phänotyps der 
yqiHIK Deletionsmutante blieb somit erfolglos.  
 
 
Abb. 56: Versuchte Komplementation des Phänotyps der Mutante KFB8 durch die Synthese von YqiI. 
Die B. subtilis Stämme 168 (■), KFB8 (∆yqiHIK) (■) sowie der Komplementations-Stamm KFB51 (■) wurden in 
SMM mit sowie ohne der Zugabe von 1,2 M NaCl für 22 Stunden inkubiert. Anschließend wurde die OD bei 578 
nm bestimmt. Die Expression des Gens yqiI unterliegt der Kontrolle des durch IPTG induzierbaren Pspank 
Promotors. 
 
Anhang 3 
 
Für die Analyse des Schwärmeverhaltens des B. subtilis Wildtypstammes sowie das der 
Zellwandhydrolase-Mutanten KFB8, KFB9, KFB16, KFB17, KFB14, KFB31, KFB29, KFB36 und KFB37 
(Tabelle 3), wurden diese Stämme in SMM bis zur exponentiellen Wachstumsphase (OD578 0,5-1) 
inkubiert. Mit Hilfe dieser Kulturen wurden SMM-Softagarplatten inokuliert, indem 5 µl der Proben auf 
die Mitte einer Platte aufgebracht wurden. Die verwendeten SMM-Softagarplatten unterschieden sich 
in ihrer NaCl-Konzentration (0 M NaCl, 0,5 M NaCl, 0,7 M NaCl). Die Platten wurden anschließend für 
24 bis 48 Stunden, abhängig von ihrer NaCl-Konzentration, bei 37°C inkubiert. Der Durchmesser der 
Ausbreitungszone wurde nach der Inkubation bestimmt (Abbildung 57). 
 
 
 
Abb. 57: Analyse des Schwärmeverhaltens von Zellwandhydrolase-Mutanten auf Softagarplatten.  
Dargestellt ist das Schwärmeverhalten des B. subtilis Wildtyp-Stammes 168 (WT) sowie das der 
Deletionsmutanten KFB8 (∆yqiHIK), KFB9 (∆lytC), KFB16 (∆cwlC), KFB17 (∆cwlD), KFB14 (∆yqiHIK ∆lytC 
∆yrvJ), KFB31 (∆yqiHIK ∆cwlC ∆cwlD), KFB29 (∆yqiHIK ∆lytC ∆yrvJ ∆cwlD), KFB36 (∆yqiHIK ∆yrvJ ∆cwlC 
∆cwlD) und KFB37 (∆yqiHIK ∆lytC ∆yrvJ ∆cwlC ∆cwlD). Die verwendeten SMM-Softagarplatten variierten dabei 
in ihrer NaCl-Konzentration: 0 M NaCl (■), 0,5 M NaCl (■); 0,7 M NaCl (□).  
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Anhang 4 
 
 
 
Abb. 58: Strukturen diverser kompatibler Solute aus B. subtilis.  
Gezeigt sind die Strukturformeln der kompatiblen Solute Glycin-Betain, Cholin, L-Carnitin, DMSP, Prolin-Betain, 
Ectoin sowie Hydroxy-Ectoin. 
 
Anhang 5 
 
Zur Untersuchung der minimalen Glycin-Betain Konzentration, die ausreichend ist, um die 
Promotoraktivität des yqiHIK Operons vollständig zu reprimieren, wurde der Stamm KFB15 unter 
hyperosmotischen Bedingungen (1,2 M NaCl) in SMM kultiviert. Zusätzlich wurden zu den SMM-1,2 M 
NaCl Kulturen jeweils aufsteigende Konzentrationen (0 µM  1.000 µM) des kompatible Soluts 
Glycin-Betain zugefügt. Nach Erreichen der mittleren-exponentiellen Wachstumsphase (OD578 1-1,5), 
wurden Proben dieser Kulturen entnommen und anschließend in den TreA-Aktivitätstest eingesetzt 
(Abbildung 59). Bereits bei 250 µM konnte eine deutliche Reduktion der yqiHIK Transkriptmenge 
beobachtete werden, wohingegen bei 450 µM eine vollständige Repression der yqiHIK Expression zu 
verzeichnen war.  
 
 
Abb. 59: Abhängigkeit der yqiH-Promotoraktivität von der externen Glycin-Betain Konzentration. 
Gezeigt wird die Bestimmung der TreA-Aktivität des Stammes KFB15 in SMM-1,2 M NaCl, welches mit 
verschiedenen Glycin-Betain (GB) Konzentrationen supplementiert worden war.   
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Abb. 60: Sequenzierungs-Ergebnisse der identifizierten Biofilm-Markergene.  
Dargestellt sind die Ergebnisse der Sequenzierungsreaktion der Biofilm-Markergene sfp, degQ, swrA und epsC 
(187) aus den B. subtilis Stämmen Wildtyp 3610, Wildtyp 168 sowie KFB8 (∆yqiHIK). 
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